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A Einleitung 
 
A.1 Ökosystem Boden 
A.1.1 Boden als Lebensraum 
Der Boden (die Pedosphäre) ist die von bodenbildenden Prozessen geprägte Grenzzone 
zwischen der Lithosphäre (Gesteinsschicht) und der Atmosphäre. Er besteht aus der 
mineralischen Bodensubstanz, der organischen Bodensubstanz, dem Bodenwasser und der 
Bodenluft. Sowohl der Anteil als auch die räumliche Verteilung dieser Bestandteile kann in 
weiten Grenzen schwanken (Gisi, 1997). Bei den enthaltenen Mineralien handelt es sich 
meist um verwitternde Bruchstücke des Ausgangsgesteins sowie um sekundäre Mineralien 
wie Schichtsilikate, Tonmineralien, Eisen-, Mangan- und Aluminiumoxide sowie vereinzelt 
um Carbonate (Alloway, 1999). Die organische Fraktion wird unterteilt in Biomasse, wozu 
alle lebenden Organismen zählen und Nekromasse, die alle abgestorbenen Lebewesen und 
deren Umwandlungsprodukte umfasst (Gisi, 1997). Die festen Bodenbestandteile sind 
normalerweise zu Aggregaten verklumpt und bilden ein System miteinander verbundener 
Hohlräume (Poren) die mit  Wasser (Bodenlösung) und/oder Luft gefüllt sind (Alloway, 1999). 
Der Boden bildet für viele Lebewesen einen nährstoffreichen, gepufferten und schon auf 
kleinstem Raum äußert komplexen Lebensraum. Für Pflanzen stellt er das Medium dar, in 
dem ihre Wurzeln Halt finden und aus dem sie Wasser, Sauerstoff und Ionen beziehen. 
Mikroorganismen spielen durch Zersetzung und Mineralisation organischer Stoffe eine 
entscheidende Rolle sowohl für die globalen Stoffkreisläufe, als auch für die Bildung des 
Bodens selbst (Gisi, 1997). 
 
A.1.2 Die Rhizosphäre 
Der Begriff „Rhizosphäre“ (griech. rhiza: Wurzel und sphere: Einflussbereich) wurde 1904 
von Lorenz Hiltner geprägt, als er auf einer Tagung der Deutschen Landwirtschaftlichen 
Gesellschaft in Eisenach einen Vortrag hielt mit dem Titel „Über neuere Erfahrungen und 
Probleme auf dem Gebiete der Bodenbakteriologie unter besonderer Berücksichtigung der 
Gründüngung und Brache“. Unter Rhizosphäre versteht man nach Hiltners Definition den 
Bodenbereich, der der Beeinflussung durch lebende Pflanzenwurzeln unterliegt, was sich in 
einer Stimulation der mikrobiellen Aktivität durch die von den Wurzeln ausgeschiedenen 
Substanzen äußert (Hiltner, 1904). Die von der Wurzel abgegebenen Substanzen werden in 
vier Gruppen unterteilt (Lynch & Whipps, 1990): 
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1) Wurzelexsudate: wasserlösliche niedermolekulare Verbindungen wie Zucker, 
Aminosäuren, organische Säuren, Hormone und Vitamine, die passiv, d.h. in Abhängigkeit 
vom Konzentrationsgradienten, von den Wurzeln an die Umgebung abgegeben werden.  
2) Wurzelsekrete: höhermolekulare Verbindungen wie Polysaccharide und Enzyme, für 
deren Freisetzung metabolische Prozesse erforderlich sind. Die Freisetzung dieser Sekrete 
kann auch gegen ein elektrochemisches oder chemisches Potential erfolgen. 
3) Lysate: Verbindungen, die durch eine Autolyse von Wurzelzellen freigesetzt werden. Dazu 
zählen z.B. Zellinhaltsstoffe und Zellwandbruchstücke. 
4) Gase wie Ethen und CO2 
Zusammensetzung und Menge der abgegebenen Substanzen hängen sowohl von Art und 
Alter der Pflanze ab, als auch von Umweltbedingungen wie z.B. Temperatur und 
Nährstoffverfügbarkeit. 
Die chemischen und biologischen Charakteristika der Rhizosphäre unterscheiden sich 
drastisch von denen des wurzelfreien Bodens. Die Anzahl der Mikroorganismen ist in der 
Rhizosphäre normalerweise 10 bis 100mal höher als im wurzelfreien Boden (Weller & 
Thomashow, 1994). Das liegt zum einen daran, dass die von der Pflanzenwurzel 
abgegebenen Exsudate eine leicht verfügbare Kohlenstoff- und Energiequelle für die 
Mikroorganismen darstellen (Dobbelaere et al., 2003), zum anderen bewirken die 
Wurzelexsudate eine Mobilisierung von Nährstoffen. Die Abgabe von Phenolen 
beispielsweise spielt eine Rolle bei der Mobilisierung von Mangan und Phosphat (Scheffer & 
Schachtschabel, 2002). Trotzdem ist die Nährstoffkonzentration in der Rhizosphäre deutlich 
geringer als im wurzelfreien Boden, da die Pflanze Nährstoffe aus dem Boden aufnimmt. Der 
pH-Wert des Rhizosphärenbodens kann wegen erhöhter CO2-Konzentration, Exsudation von 
H+ und organischen Säuren bis zu 2 Einheiten niedriger sein als im wurzelfreien Boden 
(Darrah, 1993). Die räumliche Ausdehnung der Rhizosphäre ist variabel und hängt ab von 
der Bodenstruktur, der Partikelgröße und dem Wassergehalt (Bertin et al., 2003). Sie kann 
von < 1 mm bis zu etwa 4 mm betragen. 
Typische Rhizosphärenbakterien sind vor allem Amylolyten, Proteolyten und Ammonifizierer 
(z.B. Streptomyces, Bacillus, Pseudomonas), Denitrifizierer, Gattungen wie Arthrobacter, 
Agrobacterium und Clostridium sowie am Stickstoffkreislauf beteiligte Bakteriengattungen 
wie Azotobacter, Rhizobium, Nitrosomonas und Nitrobacter (Gisi, 1997). Auch Anaerobe 
sind in der Rhizosphäre häufig vertreten, da der Sauerstoffpartialdruck wegen der Atmung 
der Mikroorganismen und Wurzeln stark absinken kann. Da je nach Pflanzenart und -alter 
die Zusammensetzung der von der Wurzel abgegebenen Substanzen variiert, variiert auch 
die bakterielle Rhizosphärengemeinschaft von Pflanze zu Pflanze, da verschiedene 
Mikroorganismen unterschiedliche Nährstoffe bevorzugen. 
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A.1.3 Die bakterielle Bodengemeinschaft 
Der Boden ist ein sehr komplexes System, das eine Vielfalt verschiedener Mikrohabitate mit 
unterschiedlichen Umweltbedingungen beinhaltet (Torsvik & Øvreås, 2002). Die bakteriellen 
Gemeinschaften im Boden sind an die verschiedenen Mikrohabitate angepasst und daher 
ebenso vielfältig. Ihre Zusammensetzung wird von einer Vielzahl von Faktoren beeinflusst, 
die in Raum und Zeit variieren. Dazu zählen physikalische Faktoren wie Temperatur, 
Porengröße, Tongehalt, Wasser- und Sauerstoffgehalt des Bodens, chemische Faktoren wie 
pH-Wert, Salzkonzentration und Nährstoffverfügbarkeit und biotische Faktoren wie 
Wurzelexsudate und Pflanzenspezies (Hirsch, 1996; Carson et al., 2007).  
Die bakteriellen Bodengemeinschaften erfüllen wichtige Schlüsselfunktionen in Kohlenstoff- 
und Stickstoffkreislauf. Sie überführen Stoffe durch Ab- und Umbau organischer Substanz in 
eine anorganische Form, in der sie von Pflanzen wieder aufgenommen werden können und 
mobilisieren Nährstoffe (Gisi, 1997). Schätzungen zufolge sind 80 – 90% der Prozesse im 
Boden durch Bakterien vermittelte Reaktionen (Nannipieri et al., 2003). 
Ein Gramm Boden kann bis zu 109 Mikroorganismen aus möglicherweise mehreren Tausend 
verschiedenen Spezies enthalten (Torsvik & Øvreås, 2002). Dabei ist die Verteilung der 
Bakterien im Boden sehr inhomogen: Nur 5% des insgesamt zur Verfügung stehenden 
Raumes wird von Bakterien besiedelt (Nannipieri et al., 2003). Zu den Bereichen mit 
besonders hoher bakterieller Aktivität, den so genannten „hot spots“ gehört unter anderem 
die Rhizosphäre. Einer Schätzung zufolge enthält eine bakterielle Bodengemeinschaft 6000 
bis 10000 verschiedene Bakteriengenome in einem ungestörten Boden, wenn die 
Genomgröße von Escherichia coli als eine Einheit angenommen wird. In einem 
landwirtschaftlich genutzten oder mit Schwermetallen belasteten Boden sind es 350 bis 1500 
Genome (Torsvik & Øvreås, 2002). Die Diversität bakterieller Gemeinschaften wird bestimmt 
durch die Anzahl der verschiedenen Spezies („richness“) und die relative Menge an 
Individuen der vorkommenden Spezies in der gesamten Gemeinschaft („evenness“).  
Die Charakterisierung von bakteriellen Bodengemeinschaften mit traditionellen Methoden ist 
nur sehr unzureichend, da diese Methoden eine Kultivierung der zu untersuchenden 
Mikroorganismen voraussetzen, aber nur ca. 1-10% der Bodenbakterien kultivierbar sind 
(Nannipieri et al., 2003). 80-90% der Bakterien sind im Boden an feste Oberflächen 
gebunden, was eine Kultivierung zusätzlich erschwert (Nannipieri et al., 2003). Darüber 
hinaus gehen viele Bakterien unter Stress (z.B. suboptimale Temperaturen oder 
Nährstoffmangel) in einen physiologischen Zustand über, in dem sie zwar lebensfähig sind, 
aber nicht mehr auf künstlichen Medien wachsen können (Kluepfel, 1993). Daher werden 
seit einigen Jahren molekularbiologische Techniken angewandt um die mikrobielle Diversität 
von Bakteriengemeinschaften zu betrachten und zu analysieren. Muyzer et al. führten 1993 
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die Methode der Denaturierenden Gradienten Gel Elektrophorese (s. Kapitel B.6.8) in die 
mikrobielle Ökologie ein, bei der PCR-amplifizierte DNA-Fragmente gleicher Größe aufgrund 
ihrer unterschiedlichen Sequenzen aufgetrennt werden. Nach Extraktion der Gesamt-DNA 
einer bakteriellen Gemeinschaft können so genetische Fingerabdrücke dieser kompletten 
Gemeinschaft erstellt werden. In der vorliegenden Arbeit wurde die Gesamt-DNA und -RNA 
aus den jeweiligen Bodenproben extrahiert, die RNA in cDNA transkribiert und dann eine 
16S-PCR durchgeführt. Die 16S rDNA-Proben zeigen einen genetischen Fingerabdruck der 
gesamten vorhandenen Bakteriengemeinschaft, während die entsprechenden cDNA-Proben 
einen Überblick über die vorhandenen aktiven Mitglieder der bakteriellen Gemeinschaft 
geben. Für die DGGE wurde das 16S-Gen ausgewählt, weil es in allen Bakterien vorhanden 
ist und daher eine 16S-DGGE sämtliche in der bakteriellen Gemeinschaft vorhandenen 
Bakterien erfasst. 
 
A.1.4 Das “plant growth promoting rhizobacterium” Azospirillum  
Azospirillen sind Gram-negative Bodenbakterien, die zur Klasse der Alpha-Proteobakterien 
gehören. Sie sind schon seit Jahrzehnten bekannt als plant growth promoting rhizobacteria 
(PGPR), die das Wachstum vieler wichtiger Kulturpflanzen wie z.B. Mais und Weizen fördern 
und den Ertrag um bis zu 30% steigern (Herschkovitz et al., 2005a). Als Ursache wurde 
lange die Fähigkeit der Azospirillen zur Stickstofffixierung angesehen, doch der Transfer von 
fixiertem Stickstoff von diesen Bakterien zu den Pflanzen ist derart gering, dass dies 
keinesfalls als alleinige Ursache für die Förderung des Pflanzenwachstums in Frage kommt. 
Heute wird die Produktion von Phytohormonen durch Azospirillen als Hauptursache 
angesehen. Azospirillen produzieren Auxin (Indol-3-Essigsäure), Gibberelline, Cytokinine 
(Steenhoudt & Vanderleyden, 2000) und Ethylen (Strzelczyk et al., 1994). Die Phytohormone 
bewirken eine Änderung der Wurzelmorphologie und fördern die Bildung von Lateralwurzeln  
und Wurzelhaaren (Steenhoudt & Vanderleyden, 2000), wodurch den Pflanzen mehr 
Wurzeloberfläche für Wasser- und Nährstoffaufnahme zur Verfügung steht. Zwar haben 
inokulierte Pflanzen einen deutlich höheren N-Gehalt als nicht inokulierte Pflanzen, doch ist 
dies nicht auf die Fixierungsleistung der Bakterien zurückzuführen, sondern auf eine 
verbesserte N-Aufnahme über die Wurzeln (Saubidet et al., 2002). Offenbar können einige 
Azospirillen auch die Phosphatlöslichkeit im Boden verbessern. So fanden Carrillo et al. 
(2002), dass die Inokulation eines großen, säulenförmigen Kaktus („Cardon“) mit 
A. brasilense Cd die P-Löslichkeit und damit dessen Verfügbarkeit für die Pflanze 
verbesserte. Des Weiteren gibt es Beobachtungen, dass Azospirillen die Populationen von 
Pathogenen wie Nematoden, Fliegen und Pilzen reduzieren können (Ramakrishnan et al., 
1996; Babu et al., 1998; Kishore, 1998). In vielen Industrie- und Entwicklungsländern ist 
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Azospirillum das Inokulum der Wahl für eine Reihe von Kulturpflanzen, alleine oder in 
Kombination mit anderen PGPR oder Pilzen. Azospirillum wird als eines der am besten 
erforschten PGPR angesehen (Steenhoudt & Vanderleyden, 2000; van de Broek et al., 
2000). Derzeit gibt es zehn Arten innerhalb des Genus Azospirillum: A. brasilense und A. 
lipoferum (Tarrand et al., 1978), A. amazonense (Magalhaes et al., 1983), A. halopraeferens 
(Reinhold et al., 1987), A. irakense (Khammas et al., 1989), A. largimobile (Dekhil et al., 
1997), A. doebereinerae (Eckert et al., 2001), A. oryzae (Xie & Yokota, 2005), A. melinis 
(Peng et al., 2006) und A. canadense (Mehnaz et al., 2007). 
Azospirillum ist ein universelles Bakterium, das nahezu überall auf der Welt vorkommt. Es 
wurde aus Böden verschiedener gemäßigter Zonen isoliert (Okon & Labandera-Gonzalez, 
1994), aus tropischen Böden, Tundren und  Halbwüsten (Nosko et al., 1994). Gewöhnlich 
kommen die Bakterien dabei in tropischen Regionen in deutlich größerer Anzahl im Boden 
vor als in gemäßigten Klimazonen. 
Azospirillen sind hauptsächlich Rhizosphärenbewohner, die in wurzelfreiem Boden in 
deutlich geringerer Anzahl vorkommen (Bashan, 1999). In belgischen Äckern z.B. fanden 
sich 10-100fach mehr Azospirillen in der Rhizosphäre als im wurzelfreien Boden, wobei die 
Population im wurzelfreien Boden nie 103 colony forming units (cfu) g-1 Boden überstieg (De 
Coninck et al., 1988). In einem tropischen Boden aus Martinique fanden sich sogar 300mal 
mehr Azospirillen im Rhizosphären- als im wurzelfreien Boden (Bashan, 1999). In der 
Rhizosphäre können Azospirillen bis zu 10% der Bakterienpopulation ausmachen (Del Gallo 
& Fendrick, 1994), während ihr Anteil in wurzelfreien Böden, sogar in den Tropen, 0,2% nicht 
übersteigt (Kabir et al., 1994). Unter ungünstigen Bedingungen wie z.B. Trockenheit oder 
Nährstoffmangel können Azospirillen zystenähnliche Formen annehmen und so überdauern. 
A. brasilense Sp7 besiedelt - wie die meisten Azospirillen - normalerweise die 
Wurzeloberfläche, eingebettet in die Mucigel-Schicht (Murty & Ladha, 1987). Manche 
Azospirillen sind aber auch in der Lage, das Innere der Wurzel zu besiedeln. So konnten 
Schloter und Hartmann 1998 zeigen, dass A. brasilense Sp245 die Rhizodermis 
durchdringen und das Innere des Wurzelkortex besiedeln kann.  
Bakterien der Gattung Azospirillum besitzen eine hohe Motilität. In Flüssigmedium bilden sie 
ein polares Flagellum aus, auf Festmedien laterale Flagellen, die sie zum Schwärmen 
befähigen (Pereg Gerk et al., 2000). Die Motilität ermöglicht es den Bakterien im Boden 
Zonen mit guten Nährstoffbedingungen aufzusuchen. Azospirillen zeigen positive 
Chemotaxis gegenüber organischen Säuren, Zuckern, Aminosäuren und aromatischen 
Verbindungen, was zu einer Bewegung der Bakterien in Richtung auf von Pflanzenwurzeln 
ausgeschiedene Exsudate führt (Steenhoudt & Vanderleyden, 2000). 
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A.1.5 Rhizobien und Ensifer meliloti 
Rhizobien (griech.:  Rhiza = Wurzel, Bios = leben) sind Bodenbakterien, die in der Lage sind, 
eine Symbiose mit den Wurzeln bestimmter kompatibler Leguminosenpflanzen einzugehen. 
Die Wurzeln bilden besondere Organe, sogenannte Wurzelknöllchen, in denen die Bakterien 
atmosphärischen Stickstoff fixieren und in eine für die Pflanze nutzbare Form überführen. 
Die Rhizobien stellen der Pflanze diese N-Verbindungen zur Verfügung und erhalten dafür 
von der Pflanze Kohlenstoffverbindungen, die die Bakterien als Kohlenstoff- und 
Energiequelle nutzen können. Die Pflanze wird durch die Symbiose teilweise oder vollständig 
unabhängig von externem Stickstoff (Patriarca et al., 2002). Obwohl bei der Ernte der 
proteinreichen Leguminosen viel Stickstoff entfernt wird, bleiben doch signifikante Mengen 
im Boden, die von nachfolgenden Pflanzen genutzt werden können.  
Der Begriff „Rhizobien“ in seinem engsten Sinn meint nur Mitglieder des Genus Rhizobium.  
Im Laufe der Jahre wurde er aber für alle Bakterien benutzt, die die Fähigkeit besitzen 
Leguminosen zu nodulieren und in dieser Symbiose N2 zu fixieren (Willems, 2006). Derzeit 
gibt es 76 Rhizobien-Arten in 13 Gattungen. Die meisten dieser Arten gehören zur Familie 
der Rhizobiaceae in der Klasse der Alpha-Proteobacteria und in die Gattungen Rhizobium, 
Mesorhizobium, Ensifer oder Bradyrhizobium (Weir, 2009). 
Ensifer meliloti, der Mikrosymbiont von Medicago, Melilotus und Trigonella, wurde 1926 von 
Dangeard beschrieben und zunächst als Rhizobium meliloti bezeichnet, später in 
Sinorhizobium meliloti umbenannt (Chen et al., 1988) und heißt seit 2003 offiziell Ensifer 
meliloti (Young, 2003). Die Symbiose zwischen E. meliloti und Medicago sativa entsteht, 
wenn die Bakterien im Boden durch das Flavonoid Luteolin von der Pflanze angelockt 
werden (Peters et al., 1986) und an deren Wurzelhaare binden. Die Bakterien reagieren auf 
das Luteolin mit der Synthese bestimmter Lipochitooligosaccharide, so genannter Nod-
Faktoren. Diese tragen je nach Rhizobienart unterschiedliche Modifikationen, wodurch die 
Wirtsspezifität verursacht wird. Bei E. meliloti besteht die Modifikation aus einem Sulfatrest  
(Truchet et al., 1991) und einer ungesättigten C16-Fettsäure. 
Die Nod-Faktoren lösen bei der Pflanze verschiedene Reaktionen aus, wie die Krümmung 
der Wurzelhaare um die Bakterien, Depolarisation der Zellmembran und die Initiation von 
Zellteilungen im Inneren des Wurzelkortex (Faucher et al., 1988; Gage et al., 1996). 
Gleichzeitig dringen die Bakterien durch Infektionsschläuche, ausgehend von den 
Wurzelhaaren, in die Wirtspflanze ein und gelangen von dort durch Endozytose in das 
Zytoplasma der Pflanzenzellen im Primordium des Wurzelknöllchens (Patriarca et al., 2002). 
Die Bakterien werden dabei in Vesikel der Pflanzenzellmembran eingeschlossen, die als 
Barriere zwischen den Symbionten fungiert. Sie beenden die Teilung, verändern 
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Morphologie und Physiologie und werden dadurch zu so genannten Bakteroiden, die mit 
Hilfe des Enzyms Nitrogenase N2 fixieren und an die Pflanze abgeben. 
In dieser Arbeit wurde der Stamm „L33“ verwendet, ein Derivat des Ensifer meliloti 2011, der 
chromosomal eine Biolumineszenzmarkierung trägt. Der Stamm exprimiert das 
Luziferasegen des Leuchtkäfers Photinus pyralis unter Kontrolle des konstitutiven Neomycin-
Phosphotransferase II Promotors nptII (Selbitschka et al., 1992). Nach Zugabe des 
Substrates D-Luziferin setzt die Luziferase dieses unter Verbrauch von Sauerstoff zu 
Oxyluziferin um, wobei die frei werdende Energie als Licht emittiert wird, welches detektiert 
werden kann. Für die Reaktion werden ATP und Magnesiumionen als Cofaktoren benötigt. 
Abbildung 1 zeigt schematisch die Reaktion. 
 
Abbildung 1: Reaktionsschema der durch die Luziferase vermittelten Reaktion 
 
Die Biolumineszenz ist stabil über mehr als 100 Generationen in Flüssigkulturen (Dammann-
Kalinowski et al., 1996). Der Stamm L33 unterscheidet sich in seinen Fähigkeiten zur 
Knöllchenbildung und Stickstofffixierung nicht vom Wildtyp (Selbitschka et al., 1995a), ist gut 
charakterisiert und wurde unter anderem schon für Freilandexperimente verwendet (Hagen 
et al., 1997; Schwieger & Tebbe, 2000; Scheffer & Schachtschabel, 2002; Sessitsch et al., 
2002; Selbitschka et al., 2006). 
 
A.2 Luzerne (Medicago sativa) und Birke (Betula pendula) 
A.2.1 Medicago sativa 
Die Luzerne ist eine aus Vorderasien stammende Blütenpflanze aus der Familie der 
Fabaceae (Hülsenfrüchtler, auch Leguminosae), die schon seit der Antike als Futterpflanze 
angebaut wird. Ihr Ursprung ist das südwestliche Asien, wo die Perser bereits Mitte des 
ersten vorchristlichen Jahrtausends Luzerne als Pferdefutter nutzten. Von ihnen übernahmen 
sie die Griechen und Römer. In Deutschland wird die Luzerne seit dem 18. Jahrhundert 
angebaut. 
Heute ist die Luzerne die am meisten angebaute Leguminose der Welt. In 2002 belief sich 
die weltweite Produktion auf rund 454 Millionen Tonnen (FAO). Der größte 
EINLEITUNG 
 8
Luzerneproduzent sind die USA; weitere beträchtliche Anbaugebiete finden sich in 
Argentinien, Australien und Südafrika. 
Die Pflanze erreicht eine Höhe von maximal einem Meter und wird – abhängig von Boden 
und Klima – bis zu 12 Jahre alt. In Deutschland wird sie 2-3 Jahre lang genutzt, in anderen 
Klimazonen länger. Luzerne bevorzugt pH-Werte von 6,8-7,5 und ein warmes und trockenes 
Klima, weshalb sich die Anbauschwerpunkte in warmen Klimazonen  befinden. Dank ihres 
tief reichenden Pfahlwurzelsystems (bis 4,5 m) ist es ihr möglich Wasser und Nährstoffe im 
Boden zu erreichen, die für andere Pflanzen unzugänglich bleiben. 
Die Luzerne wird häufig als „Königin der Futterpflanzen“ bezeichnet, da sie ein besonders 
hochwertiges Futtermittel darstellt. Sie ist reich an Proteinen (~ 20% des Gesamtgewichts), 
enthält alle essentiellen Aminosäuren, leicht aufnehmbare Mineralstoffe wie Kalzium, Eisen, 
Kupfer, Magnesium und Phosphor, sowie etliche Vitamine (Provitamin A, mehrere B-
Vitamine, C, D, E, H, K). 
Wie andere Leguminosen geht auch Medicago sativa eine Symbiose mit Stickstoff 
fixierenden Bakterien ein, die an den Wurzeln Knöllchen induzieren und darin 
atmosphärischen Stickstoff in Ammonium umwandeln. Der Mikrosymbiont ist im Fall der 
Luzerne das zu den Rhizobien zählende Bakterium E. meliloti. Aufgrund dieser Symbiose ist 
die Luzerne weitgehend unabhängig vom Stickstoffgehalt des Bodens und gedeiht auch auf 
sehr nährstoffarmen Böden. Da sie durch Anreicherung von Stickstoff die Bodenqualität 
verbessert, wird die Luzerne in der Landwirtschaft auch häufig zur Bodenverbesserung 
eingesetzt, wo sie im Rotationsverfahren mit anderen Pflanzen angebaut wird (Lupwayi et 
al., 2006). 
 
A.2.2 Betula pendula 
Die gemeine Birke, auch Sand-, Weiß- oder Hängebirke genannt, ist eine eurasische 
Pflanze, die mit Ausnahme Südeuropas und des nördlichen Skandinaviens ganz Europa und 
weite Teile Asiens besiedelt. Im Osten reicht ihr Verbreitungsgebiet bis nach Sibirien und 
Nordiran.  Die Birke gehört zur Familie der Betulaceae (Birkengewächse). Sie erreicht eine 
Höhe von maximal 28 Metern, einen Durchmesser von bis zu 60 cm und wird 100 - 120 
Jahre alt. Betula pendula ist eine einhäusige Pflanze, d.h., männliche und weibliche Blüten 
befinden sich auf derselben Pflanze. Die Blütezeit dauert von März bis Mai. Die Birke ist sehr 
anspruchslos, was ihren Standort betrifft: Sie gedeiht an feuchten und trockenen, an 
nährstoffreichen und nährstoffarmen Standorten. Auf steinigen und felsigen Böden wächst 
sie ebenso wie auf lehmigen oder tonigen Böden. Aufgrund dieser Anpassungsfähigkeit, die 
mit einer hohen Lichtbedürftigkeit kombiniert ist, ist Betula pendula eine typische 
Pionierbaumart. Bei der Aufforstung übernimmt die Birke eine schützende Rolle: sie wächst 
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nach dem ersten Jahr sehr rasch und hält durch Beschattung die Konkurrenzflora (z. B. 
Gräser) zurück. 
Das Holz der Birke ist sehr gefragt als Kaminholz, findet Verwendung im Möbelbau und wird 
zu Sperr- und Spanholz sowie zu Furnieren verarbeitet. Insgesamt hat die Sandbirke aber in 
Mitteleuropa nur eine geringe wirtschaftliche Bedeutung. Ihre waldbauliche Bedeutung liegt 
vielmehr in ihren hohen Pionierfähigkeiten. 
Die Blätter der Birke enthalten als medizinisch wertvolle Inhaltsstoffe ätherische Öle, 
Gerbstoffe und harntreibende Substanzen. Daher wird Birkenblättertee unter anderem 
angewendet bei zu hohem Cholesterinspiegel, Fettleibigkeit, Frühjahrskuren und 
Nierenentzündungen. Auch bei Rheuma, Gicht und verschiedenen Hautkrankheiten kommt 
Tee aus Birkenblättern zum Einsatz. 
Auf der Rhenania-Halde in Stolberg, von der der in dieser Arbeit verwendete Schwermetall 
belastete Boden stammt, ist Betula pendula die vorherrschende Baumart. 
 
A.3 Schwermetalle im Boden 
Schwermetalle sind von Natur aus in allen Böden vorhanden. Sie kommen in den Boden 
bildenden Ausgangsgesteinen vor und werden bei der Pedogenese (Bodenbildung) durch 
Verwitterung des Ausgangsgesteins freigesetzt. Die natürlichen Schwermetallgehalte der 
Böden sind abhängig von der Konzentration der Schwermetalle im Ausgangsgestein, den 
chemischen Eigenschaften der jeweiligen Schwermetalle und der Entwicklungsgeschichte 
der Böden. Von einer Schwermetallkontamination kann deshalb nur bei zusätzlichem,  
anthropogen verursachten Eintrag an Schwermetallen gesprochen werden. Zu den 
anthropogenen Quellen gehören beispielsweise Erzbergbau und Verhüttung, Ausbringung 
von Klärschlämmen, Verbrennung fossiler Brennstoffe, Verkehr (Abgase und Reifenabrieb), 
Metall verarbeitende Industrien, Elektroindustrie und chemische Industrie (Alloway, 1999). 
Die Belastung von Böden mit Schwermetallen ist ein weit reichendes Problem. Allein in der 
BRD sind ca. 1,75 Millionen Hektar Boden (etwa 7% der Gesamtfläche) mit Schadstoffen 
belastet (Scheffer & Schachtschabel, 2002). Deshalb wurde 1998 das Bundes-
Bodenschutzgesetz (BBodSchG) erlassen, dessen Zweck es ist, „nachhaltig die Funktionen 
des Bodens zu sichern oder wiederherzustellen“. Um dieses Ziel zu verwirklichen, wurden in 
der Bundes-Bodenschutz- und Altlastenverordnung (BBodSchV (1999)) Maßnahmen-, Prüf- 
und Vorsorgewerte festgelegt sowie „zulässige zusätzliche jährliche Frachten an 
Schadstoffen über alle Wirkungspfade“. 
Für Pflanzen und Mikroorganismen verfügbar sind nur die im Bodenwasser gelösten 
Schwermetalle. Die Löslichkeit wiederum hängt ab vom Gesamtgehalt des jeweiligen 
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Metalls, Bodentyp, Tongehalt, Redoxpotential, pH-Wert und anderen Umweltfaktoren (Giller 
et al., 1998; Martínez & Motto, 2000). Der pH-Wert wird häufig als der Parameter mit dem 
größten Einfluss angesehen (Chuan et al., 1996; Martínez & Motto, 2000). In sauren Böden 
sind Metalle mobiler als in basischen Böden. Eine pH-Abnahme um eine Einheit bewirkt z.B. 
etwa eine Verdopplung der Konzentrationen an Zink, Nickel und Cadmium in der 
Bodenlösung (Giller et al., 1998). Generell sind Schwermetalle weniger mobil und damit 
weniger bioverfügbar in Böden mit hohen Gehalten an Ton und organischen Substanzen 
(McGrath et al., 1995).  
Eine übermäßige Konzentration an essentiellen und nicht essentiellen Metallen wirkt auf 
Pflanzen und Mikroorganismen toxisch, wobei die relative Toxizität verschiedener Metalle je 
nach Organismus variieren kann. Am giftigsten für Pflanzen und Mikroorganismen sind 
generell Quecksilber, Kupfer, Nickel, Blei, Kobalt und Cadmium (Alloway, 1999), wobei die 
relative Toxizität je nach Genotyp und Untersuchungsbedingungen variieren kann. Eine hohe 
Schwermetallbelastung des Bodens bewirkt eine Änderung der Zusammensetzung der 
mikrobiellen Gemeinschaft (Gisi, 1997). Außerdem beeinträchtigen hohe Konzentrationen 
mancher Schwermetalle verschiedenen Autoren zufolge die mikrobielle Aktivität ganz 
erheblich (Alloway, 1999). So hemmen z. B. Chrom, Cadmium, Kupfer, Zink und Blei die 
Stickstoffmineralisierung und Nitrifikation (Chang & Broadbent, 1982). Der in dieser Arbeit 
verwendete belastete Boden enthält Konzentrationen von Arsen, Blei, Cadmium, Chrom, 
Kupfer, Thallium und Zink, die oberhalb der Vorsorgewerte der BBodSchV liegen, bzw. 
oberhalb der Prüfwerte für Ackerbauflächen und Nutzgärten im Fall der Stoffe, für die kein 
Vorsorgewert existiert. Diese Elemente werden im Folgenden näher betrachtet. 
 
A.3.1 Arsen 
Arsen (As) ist bekannt für die Giftigkeit einiger seiner Verbindungen. Die Toxizität der 
verschiedenen Verbindungen ist sehr unterschiedlich. Für viele Tiere ist As sogar ein 
essentielles Spurenelement. Ob As für Pflanzen essentiell ist, ist nicht klar. Es konnte aber 
gezeigt werden, dass geringe As-Konzentrationen das Wachstum verschiedener Pflanzen 
fördern können (Liebig et al., 1959; Carbonell et al., 1998). Zu hohe As-Konzentrationen 
führen zu kümmerlichem Wuchs und Welken, mit Chlorosen und Nekrosen der Blattspitzen 
und -ränder (Carbonell et al., 1998). Der natürliche As-Gehalt von Böden schwankt je nach 
Land und Region beträchtlich, beträgt aber bei unbelasteten Böden normalerweise 1-40 
mg/kg Boden (Mandal & Suzuki, 2002) und liegt im Durchschnitt bei 10 mg/kg (Fitz & 
Wenzel, 2002), wobei die Gehalte bei sandigen Böden normalerweise geringer sind als bei 
alluvialen und organischen Böden (Mandal & Suzuki, 2002). Ein Vorsorgewert für As in 
Böden ist in der BBodSchV nicht angegeben. Der Prüfwert für Ackerbauflächen und 
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Nutzgärten liegt für As bei 200 mg/kg Trockensubstanz (TS). Die wichtigsten anthropogenen 
Quellen sind Pestizide, Holzschutzmittel, Farbstoffe und Zusatzfuttermittel für Nutztiere (Fitz 
& Wenzel, 2002). 
 
A.3.2 Blei 
Blei (Pb) hat für Pflanzen, Mikroorganismen und Tiere keinerlei essentielle Bedeutung oder 
irgendeine günstige Wirkung (Alloway, 1999). Bei hohen Gehalten in Böden kann eine 
Hemmung der Mikroorganismenaktivität erfolgen. Bei Pflanzen hemmt Blei die 
Photosynthese, stört die Nährstoff- und Wasserbalance, ändert den Hormonstatus und 
beeinflusst die Membranstruktur und -permeabilität (Sharma & Dubey, 2005). Äußerlich kann 
es zu unspezifischen Chlorosen und starken Wachstumsschäden an Wurzeln und Sprossen 
kommen. Unbelastete Böden enthalten in der BRD in der Regel 2 - 60 mg/kg Blei. In 
geringer Entfernung von verkehrsreichen Strassen können Böden bis 700 mg Blei pro kg 
Boden enthalten. Stark erhöhte Bleigehalte treten vor allem in der näheren Umgebung von 
Blei verarbeitenden Industriebetrieben auf, wo bis zu 3000 mg Blei pro kg Boden gemessen 
wurden (Scheffer & Schachtschabel, 2002). In der BBodSchV wird je nach Boden ein 
Vorsorgewert von 40 bis 100 mg/kg TS angegeben. Die Bleilöslichkeit und damit die 
Verfügbarkeit nehmen erst ab einem pH-Wert von etwa 4,5 abwärts deutlich zu. Deshalb ist 
Blei in Böden für Pflanzen und Bakterien eher unproblematisch. 
 
A.3.3 Cadmium 
Cadmium (Cd) ist für Pflanze, Tier und Mensch bereits in sehr geringen Konzentrationen 
toxisch und gilt als einer der am stärksten umwelttoxisch wirkenden Stoffe (Domeyer, 2006). 
Der mittlere Cd-Gehalt unbelasteter Böden liegt in der Regel unter 0,5 mg Cd/kg (Scheffer & 
Schachtschabel, 2002). Der in der BBodSchV angegebene Vorsorgewert liegt je nach 
Bodenart zwischen 0,4 und 1,5 mg/kg TS. Die hauptsächlichen anthropogenen Cd-Quellen 
sind die metallverarbeitende Industrie, Kfz-Verkehr, Klärschlammausbringung und 
Phosphatdünger. In Letzteren finden sich Cd-Gehalte von bis zu 300 mg/kg (Domeyer 2006). 
Im Boden wird Cd bevorzugt an Fe- und Mn-Oxide (Domeyer 2006), an organische Substanz 
und Tonmineralien gebunden. Die pH-Obergrenze für eine beginnende Mobilisierung liegt 
bei 6,5 (Scheffer & Schachtschabel, 2002). Mench und Martin zeigten 1991, dass die 
Löslichkeit von Cd in der Rhizosphäre von Nicotiana spp. durch die Wurzelexsudate erhöht 
wird. Lorenz et al. (1994) dagegen beobachteten bei Vegetationsversuchen mit Radieschen 
eine Cd-Verarmung in der Rhizosphäre. In der Pflanze führen hohe Cd-Konzentrationen zu 
vermindertem Wachstum, unspezifischen Chlorosen und Nekrosen (Scheffer & 
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Schachtschabel, 2002). Außerdem hemmen sie die Photosynthese und ändern die 
Permeabilität von Zellmembranen, was sich störend auf Aufnahme, Transport und Nutzung 
verschiedener Elemente (Ca, Mg, P, K) auswirkt (Das et al., 1997). Unter den 
Mikroorganismen sind Bakterien empfindlicher gegenüber Cd als Pilze. Untersuchungen 
bezüglich der Effekte von Cd auf Bakterien zeigen z. T. sehr unterschiedliche Ergebnisse 
(Vig et al., 2003), was darauf schließen lässt, dass die Wirkung von einer großen Anzahl von 
Parametern abhängt (Bakteriengemeinschaft, Bodentyp, pH-Wert, Zusammenspiel 
verschiedener Metalle, usw.). 
 
A.3.4 Chrom 
Chrom (Cr) ist ein für Pflanzen und Mikroorganismen nicht essentielles und hoch toxisches 
Element (Cervantes et al., 2001). In den Böden der BRD beträgt der Chromgehalt meist 5-
100 mg/kg. In Böden aus sehr Cr-reichen Ausgangsgesteinen können vereinzelt Cr-Gehalte 
von bis zu 3000 mg Cr pro kg vorkommen. Belastete Böden können ebenfalls bis zu 3000 
mg Cr pro kg aufweisen (Scheffer & Schachtschabel, 2002). Der in der BBodSchV 
angegebene Vorsorgewert für Cr beträgt je nach Bodenart 30 - 100 mg/kg TS. Anthropogene 
Einträge erfolgen durch Ledergerbstoffe, Holzschutzmittel und die Herstellung von 
Legierungen (Cervantes et al., 2001). Die Gehalte von wasserlöslichem und 
austauschbarem Cr sind in Böden außerordentlich gering und steigen nur im stark sauren 
Bereich ab einem pH-Wert von ca. 4 an. Mit der geringen Löslichkeit des Chroms geht auch 
eine entsprechend geringe Verfügbarkeit für Pflanzen und Mikroorganismen einher (Scheffer 
& Schachtschabel, 2002). Die biologischen Effekte sind abhängig von der Oxidationsstufe. 
Cr(VI) ist hoch toxisch für die meisten Organismen, während Cr(III) relativ harmlos ist. 
Gerstenkeimlinge zeigten z. B. bei 100 µM Cr(III) eine Wachstumsinhibierung von 40%, 
während die gleiche Konzentration an Cr (VI) eine Inhibierung von 75% in Sprossen und 
sogar 90% in Wurzeln hervorrief (Cervantes et al., 2001). Auf das Wachstum von 
Bodenbakterien wirkten 10 bis 12 ppm Cr(VI) inhibierend, wie (Ross et al., 1981) 
beobachteten. Dabei waren gram negative Bakterien stärker beeinträchtigt als gram positive. 
Bei 100 ppm beeinträchtigte auch Cr(III) das Bakterienwachstum. 
 
A.3.5 Kupfer 
Kupfer (Cu) ist ein für alle Lebewesen essentielles Element. Trotzdem kann ein Überschuss  
an Kupfer toxische Wirkungen bei Pflanzen und einigen Tieren hervorrufen. Unbelastete 
Böden enthalten normalerweise 2 - 40 mg Cu pro kg. In belasteten Böden wurden bis über 
1000 mg/kg nachgewiesen (Scheffer & Schachtschabel, 2002). Der in der BBodSchV 
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angegebene Vorsorgewert für Cu liegt je nach Bodenart zwischen 20 und 60 mg/kg TS. 
Anthropogene Eintragsquellen sind die Metall verarbeitende Industrie, die Verbrennung 
fossiler Brennstoffe und die Ausbringung von Klärschlamm, Schweinegülle und 
Pflanzenschutzmitteln (Alloway, 1999). In Böden kommt Cu hauptsächlich an organische 
Substanz und an Mn- und Fe-Oxide gebunden vor. In der Bodenlösung liegt Cu bei pH-
Werten über 6 fast ausschließlich in Form organischer Komplexe vor, während bei pH-
Werten < 5 der Anteil an Cu2+-Ionen zunehmend wächst und damit die Löslichkeit und die 
Verfügbarkeit stark ansteigen (Scheffer & Schachtschabel, 2002). Mench und Martin konnten 
1991 zeigen, dass die Cu-Löslichkeit in der Rhizosphäre von Nicotiana spp. durch die 
Wurzelexsudate erhöht wird. Für verschiedene Pflanzen wurde eine toxische Wirkung ab 
etwa 20 mg/kg TS festgestellt. In Nährlösungen sind bei manchen Pflanzen bereits ab < 0,1 
mg/l toxische Wirkungen feststellbar. Bei Mikroorganismen kann eine Verringerung der 
Aktivität ebenfalls ab < 0,1 mg Cu/l einsetzen (Scheffer & Schachtschabel, 2002). 
 
A.3.6 Thallium 
Thallium (Tl)  ist ein nicht essentielles, hoch toxisches Element. Zum Thalliumgehalt von 
Böden liegen nur wenige genauere Informationen vor. Kazantzis (2000) gibt Werte von 0,1 
bis 1 mg/kg Boden an. Wie für As ist in der BBodSchV kein Vorsorgewert für Tl in Böden 
angegeben. Der Prüfwert für Ackerbauflächen und Nutzgärten liegt bei 0,1 mg/kg TS. 
Anthropogene Eintragsquellen sind Metallverhüttung, Verbrennung fossiler Brennstoffe und 
die Zementproduktion (Kazantzis, 2000). Bis zu seinem Verbot Mitte der siebziger Jahre 
wurde es außerdem als Pflanzenschutzmittel und Rattengift eingesetzt (Alloway, 1999). Die 
Aufnahme von Tl durch Organismen steigt mit der Löslichkeit, welche mit sinkendem pH-
Wert ansteigt. Tabakpflanzen werden bei 75 mg Tl/kg Boden schwer geschädigt bzw. 
abgetötet. In Nährlösung wirkte bereits 1 mg/l toxisch. In einem anderen Versuch zeigten 
Ackerpflanzen bereits bei 2,1 mg Tl pro kg Boden Wachstumsbeeinträchtigungen und 
schwere Schäden bei 8,5 mg/kg Boden (Alloway, 1999). Tl inhibiert in Pflanzen die 
Chlorophyllbildung und Samenkeimung (Zitko, 1975) und bewirkt eine Verkleinerung der 
Stomata (bei 2 mg/l bis zu 90% (Alloway, 1999)). Auch auf Bakterien wirkt Tl toxisch, 
allerdings werden relativ hohe Konzentrationen benötigt, um messbare Effekte zu erzielen 
(Zitko, 1975). 
 
A.3.7 Zink 
Zink (Zn) ist ein für Menschen, Tiere und höhere Pflanzen essentielles Spurenelement 
(Alloway, 1999), kann aber wie Kupfer bei hohen Gehalten in Böden toxisch auf Pflanzen 
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und Mikroorganismen wirken. Der Gehalt unbelasteter Böden schwankt zwischen 10 und 80 
mg/kg; bei belasteten Böden können Zn-Gehalte von bis zu 5000 mg/kg vorliegen (Scheffer 
& Schachtschabel, 2002). Der in der BBodSchV angegebene Vorsorgewert liegt je nach 
Bodenart zwischen 60 und 200 mg/kg TS. Typische anthropogene Eintragsquellen sind die 
Verhüttung zinkhaltiger Erze, Kfz-Verkehr, Verbrennung fossiler Brennstoffe und die 
Ausbringung von Klärschlamm. Der Gehalt an gelöstem und damit verfügbarem Zn in der 
Bodenlösung ist bei pH-Werten über 6 sehr gering und steigt mit sinkendem pH-Wert an. Die 
Löslichkeit von Zn wird durch die Exsudate in der Rhizosphäre nicht beeinflusst (Mench & 
Martin, 1991), aber bei Vegetationsversuchen mit Radieschen fanden Lorenz et al. (1994) 
eine Zn-Verarmung in der Rhizosphäre. Toxische Zn-Wirkungen treten bei verschiedenen 
Pflanzen ab ca. 200 mg Zn/kg TS auf. In Nährlösungen beginnt die Toxizität ab ca. 2 mg/l für 
Pflanzen und 5 mg/l für Mikroorganismen (Scheffer & Schachtschabel, 2002). 
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A.4 Zielsetzung der Arbeit 
Ziel der vorliegenden Arbeit war zu untersuchen, inwiefern eine Inokulation das Wachstum 
von Luzernepflanzen (Medicago sativa) und deren bakterielle Rhizosphärengemeinschaften 
beeinflusst. Die Inokulation erfolgte mit zwei verschiedenen Bakterien: 
1) Ensifer meliloti 
Dieses Bakterium geht mit Luzerne eine Symbiose ein, in der es N2 fixiert, in eine der 
Pflanze zugängliche Form überführt und diese der Luzerne zur Verfügung stellt. 
Dadurch wirkt E. meliloti als eine Art Dünger und macht die Luzerne größtenteils 
unabhängig vom im Boden verfügbaren Stickstoff. 
2) Azospirillum brasilense  
A. brasilense ist ein “plant growth promoting rhizobacterium” (PGPR), das das 
Wachstum einer Reihe von Kulturpflanzen fördert, indem es verschiedene 
Phytohormone produziert, die unter anderem das Wurzelwachstum anregen. Dadurch 
steht der Pflanze eine vergrößerte Oberfläche zur Nährstoffaufnahme zur Verfügung. 
Gleichzeitig fixiert A. brasilense Stickstoff, allerdings in deutlich geringerem Rahmen 
als die symbiotisch fixierenden Rhizobien. 
 
Es wurde sowohl die Wirkung einer Inokulation mit je einem der beiden Bakterienstämme 
untersucht, als auch die Koinokulation mit beiden Stämmen. Die Untersuchungen erfolgten 
außerdem in verschiedenen Böden, um zu testen, ob der Boden die Effekte der Inokulation 
auf die Luzerne beeinflusst. Zum einen wurde ein Ackerboden verwendet, der gute 
Voraussetzungen für das Wachstum der Luzerne bot, zum anderen ein mit Schwermetallen 
kontaminierter Boden, der von einer Halde mit Produktionsrückständen einer chemischen 
Fabrik stammte. Zusätzlich wurde eine Mischung aus diesen beiden Böden verwendet. 
Des Weiteren sollte untersucht werden, ob die verschiedenen Inokulationsvarianten eine 
Wirkung auf eine Holzpflanze haben würden, die weder einen Symbionten für E. meliloti 
darstellt, noch zu den Pflanzen gehört, die typischerweise durch Azospirillen positiv 
beeinflusst werden. Für diese Untersuchungen wurde die Sandbirke (Betula pendula) 
gewählt, da sie im ersten Jahr sehr rasch wächst, mit Ausnahme Südeuropas und des 
nördlichen Skandinaviens in ganz Europa heimisch ist und auf der Halde, von der der 
belastete Boden stammt, die vorherrschende Baumart in der natürlichen Vegetation ist. 
Diese Untersuchungen sollten ebenfalls in den oben genannten Böden erfolgen. 
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B Material und Methoden 
B.1 Material 
B.1.1 Chemikalien 
Die verwendeten Chemikalien wiesen alle mindestens den Reinheitsgrad „per analysis“ auf. 
Sie wurden von folgenden Firmen bezogen: AppliChem GmbH, BioRad Laboratories GmbH, 
Biozym Scientific GmbH, Carl Roth GmbH & Co. KG, Invitek, Invitrogen GmbH, Labomedic, 
MWG Biotech AG, Promega, Roche Diagnistics GmbH, SERVA Elektrophoresis GmbH und 
SIGMA-ALDRICH Chemie GMBH. 
B.1.2 Geräte 
Tabelle 1: verwendete Geräte 
Gerät Typ Hersteller 
CHN - Analyzer vario EL III elementar Analysesysteme GmbH 
DNA-/ RNA- Kalkulator GeneQuant Pharmacia 
FastPrep FP120 Qbiogene 
Gaschromatograph 5890 series II Hewlett-Packard 
Gel-Dokumentationssystem Imago Pharmacia 
Gel-Elektrophoresekammer DCode
TM Universal Mutation 
Detection System BioRad 
Kugelmühle MM301 Retsch 
Lumineszenz-Analyzer LAS-1000 Fujifilm 
PCR-Thermocycler Thermo-TRIOTM Biometra 
Spectrophotometer Novaspec®II Pharmacia 
Thermoblock TB1 Biometra 
Thermomixer MKR 10/13 HLC BioTech 
Tischzentrifuge Z 20 M/H Hermle 
Trockenschrank Ecocell MMM-Group 
Waage PB3002-S Delta Range® Mettler Toledo 
Feinwaage SBA 32 SCALTEC 
Übliche Geräte für molekularbiologische und mikrobiologische Arbeiten sind nicht aufgeführt.  
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B.1.3 Software 
Tabelle 2: verwendete Software 
Software Verwendung Hersteller/ Internetseite 
BLAST 
Internetdatenbank zum 
Vergleich von Nukleotid- und 
Proteinsequenzen mit der 
NCBI-nr Datenbank 
http://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi 
Chromas Lite 
Version 2.01 
Darstellung von 
Chromatogrammen 
http://www.technelysium.com.au/chromas_
lite.html 
Clone Manager 
Professional Suite 
Version 8 
Analyse von DNA-Sequenzen, 
Planung von Restriktionen, 
Identifizierung von ORFs 
 
Scientific & Educational Software 
Copyright © 1994-2005  
 
ClustalX2 multiples Alignment von Nukleotidsequenzen http://www.clustal.org/ 
GelCompar II 
Version 6.0 
Auswertung von DGGE – 
Gelen  Applied Maths 
Oligonucleotide-
Properties 
Calculator 
Bestimmung von Primer-
Eigenschaften 
www.basic.northwestern.edu/biotools/oligo
calc.htm 
Ribosomal 
Database Project 
(RDP) 
Auswertung von 
Nukleotidsequenzen und 
Erstellung phylogenetischer 
Bäume 
http://rdp.cme.msu.edu/ 
SigmaStat 3.0 Statistische Auswertung Systat Software GmbH 
Treeview 0.5.0 Betrachtung phylogenetischer Bäume http://www.treeview.net/tv/download.asp 
 
 
B.2 Mikrobiologische Methoden 
B.2.1 Bakterienstämme 
Tabelle 3: verwendete Bakterienstämme 
Bakterienstamm Eigenschaften optimale Temperatur Medium Herkunft Referenz 
Azospirillum 
brasilense Sp7 Wildtyp, Nx
R 37°C 
LB,  
DNB 1:10 
DSMZ, Nr.1690  
Braunschweig 
Tarrand et 
al., 1978 
Azospirillum 
brasilense Sp7 
RifR 
NxR, RifR 37°C 
LB,  
DNB 1:10 
diese Arbeit diese Arbeit 
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Bakterienstamm Eigenschaften optimale Temperatur Medium Herkunft Referenz 
Escherichia coli 
XL1-Blue 
recA, endA1, 
gyrA96, hsdR17, 
supE44, lac, 
[F´proAB, 
lacIqZ∆M15, 
Tn10(tetR), thi] 
37°C LB 
Stammsammlung 
Bodenökologie 
Bullock et 
al., 1987 
Ensifer meliloti 
2011 Wildtyp, Sm
R 28°C LB, DNB 
Stammsammlung 
Bodenökologie 
Casse et 
al., 1979 
Ensifer meliloti 
2011 
L33 
SmR, luc-markiert 28°C LB, DNB 
Dr. Werner 
Selbitschka, 
Universität Bielefeld 
Selbitschka 
et al., 1995 
 
B.2.2 Nährmedien und Zusätze 
LB-Medium (Luria-Bertani Broth, nach Sambrook et al. (1989)) 
10 g/l Trypton 
  5 g/l Yeast Extract 
  5 g/l NaCl 
pH-Wert: 7,0 ± 0,2 
 
TY-Medium (Tryptone-yeast-extract Medium, nach Beringer (1974)) 
   5 g/l Trypton 
   3 g/l Yeast Extract 
0,6 g/l CaCl2 
pH-Wert: 7,2 ± 0,2 
DNB (DifcoTM Nutrient Broth) 
       8 g/l DNB 
0,088 g/l CaCl2 x 2 H2O 
pH-Wert: 6,8 ± 0,2 
 
Agar 
Zur Herstellung fester Nährmedien wurden dem jeweiligen Medium 13 g/l Agar zugegeben. 
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Antibiotika 
Um auf Zellen mit einer Resistenz gegenüber einem bestimmten Antibiotikum zu selektieren, 
wurde dem Medium das entsprechende Antibiotikum zugegeben. 
Tabelle 4: verwendete Antibiotika 
Antibiotikum Abkürzung 
Endkonzentration für 
E. coli [µg/ml] 
Endkonzentration für 
Rhizobien und 
Azospirillum [µg/ml] 
Gentamycin Gm 10 20 
Kanamycin Km 25 - 
Nalidixinsäure Nx 20 20 
Neomycin Nm - 80 
Rifampicin Rif - 100 
Spectinomycin Sp 450 450 
Streptomycin Sm - 500-800 
Tetracyclin Tc 10 10 
Cycloheximid Ch - 100 
Kresoxim-methyl K.-m. - 0,16 
 
weitere Zusätze 
Tabelle 5: weitere Zusätze zu Nährmedien 
Substanz Stammlösung Endkonzentration [µg/ml] 
X-Gal 
(5-Bromo-4-chloro-3-indolyl-ß-D-
galactosid) 
40 mg/ml in N-N-
Dimethylformamid 40 
X-Gluc 
(5-Brom-4-chlor-3-indolyl-β-D-
glucuronsäure) 
40 mg/ml in N-N-
Dimethylformamid 40 
IPTG 
(Isopropyl-ß-thiogalactosid) 
40 mg/ml in H2O 40 
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Pflanzennodulationsmedium 
Tabelle 6: Pflanzennodulationsmedium (Rolfe et al., 1980) 
Lösung Menge [g/l] Substanz 
Stammlösung A  294,0 CaCl2 x 2H2O 
Stammlösung B  136,0 KH2PO4 
Stammlösung B1  58,0 K2HPO4  
Stammlösung C  6,7 Fe3-Citrat x 3H2O
Stammlösung D  123,0 MgSO4 x 7H2O 
 
Die Stammlösungen A, B, B1, C, und D (Tab. 6) wurden mit A. dest. angesetzt und getrennt 
autoklaviert. Zur Herstellung des Nodulationsmediums wurde 1 l autoklaviertes A. dest. mit je 
0,5 ml der Lösungen A, B, C, und D sowie 1 ml der Lösung B1 versetzt. 
 
B.2.3 Bakterienanzucht und Aufbewahrung 
Die verwendeten Bakterienstämme wurden durch Ausstreichen einer Einzelkolonie auf 
Agarplatten mit den entsprechenden Antibiotika selektiv angezogen. Die Inkubation erfolgte 
bei der für den jeweiligen Stamm optimalen Temperatur (Tab. 3). 
Flüssigkulturen wurden angezogen, indem eine Einzelkolonie in 10 ml LB-Medium mit 
entsprechenden Antibiotika in einem Reagenzglas suspendiert und auf einem Roller bei der 
jeweils optimalen Temperatur inkubiert wurde. 
Zur längerfristigen Aufbewahrung von Bakterienstämmen wurden Glycerinkulturen angelegt. 
Dazu wurden 0,5 ml Medium mit 0,6 ml 87% (v/v) Glycerin vermischt und von einer 
Agarplatte eine volle Impföse Bakterien darin suspendiert. Die Glycerinkulturen wurden bei 
-20°C gelagert. 
 
B.2.4 Messung der optischen Dichte von Bakterienkulturen 
Die optische Dichte (o.D.) von Bakterienkulturen wurde in einem Photometer bei einer 
Wellenlänge von λ = 580 nm gemessen. Dabei werden sowohl lebende als auch tote Zellen 
erfasst. Als Referenz diente jeweils steriles Medium. Wie im Rahmen dieser Arbeit ermittelt 
wurde, entspricht eine o.D.580 von 0,1 bei E. meliloti einem Titer von 1,20 x 108 Zellen/ml und 
bei A. brasilense einer Zellzahl von 6,45 x 106 Zellen/ml. 
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B.2.5 Eckhardt-Lyse 
Die Eckhardt-Lyse ist eine einfache und schnelle Methode, um den Plasmidgehalt von 
Bakterien zu analysieren. Bakterienstämme mit Plasmiden können so anhand ihres 
Plasmidmusters eindeutig identifiziert werden. Die Lyse der Bakterien erfolgt durch Lysozym 
und SDS in den Taschen des Gels, so dass die DNA nach der Lyse keinen Scherkräften 
durch Pipettieren mehr ausgesetzt werden muss. Während der Elektrophorese werden die 
Plasmide ihrer Größe entsprechend aufgetrennt, wobei kleinere Plasmide im Gel weiter 
wandern als größere. Die Bakterienchromosomen bleiben aufgrund ihrer Größe in den 
Geltaschen zurück. Die hier angewandte Methode ist modifiziert nach Eckhardt (1978). 
 
Herstellung des Gels 
- 0,7g Agarose werden in 100 ml TB-Puffer aufgekocht (0,7 % (w/v) Agarose), auf 
dem Rührer auf ca. 60°C abkühlen gelassen und mit 2 ml einer 10%igen SDS-
Lösung versetzt (0,2% (w/v)), bevor das Gel in eine Gelkammer gegossen wird.  
- Das erstarrte Gel wird zum Aushärten über Nacht mit einer Folie bedeckt im 
Kühlschrank aufbewahrt und erst vor dem Lauf mit TB-Puffer überschichtet. 
 
Vorbereitung der Zellen 
- Die zu analysierenden Bakterienstämme werden über Nacht in geeignetem 
selektivem Flüssigmedium angezogen. 
- Von Kulturen mit einer o.D.580 von 0,4 - 0,9 werden 200 µl verwendet. Bei einer 
niedrigeren o.D.580 werden 300 µl der Kultur eingesetzt, bei einer höheren o.D.580 
100 µl.  
- Die verwendete Menge der Kultur wird 1 Minute bei 11000 rpm zentrifugiert, der 
Überstand entfernt und die Proben sofort auf Eis gestellt. 
- Das Pellet wird vorsichtig in 20 µl SRL-Lösung resuspendiert und sofort in die 
Taschen des Gels pipettiert. 
 
Elektrophorese 
- Nach dem Auftragen der Proben wird das Gel ca. 20 Minuten stehen gelassen, 
bis die Zellen lysiert sind und die Taschen wieder klar aussehen. 
- Der Vorlauf erfolgt bei 20 Volt für 20 - 30 Minuten. Dabei sammelt sich die DNA 
an der Seite der Geltaschen, in deren Richtung sie im Hauptlauf wandert. 
- Nach dem Vorlauf werden 10 µl Ladepuffer in eine Tasche gegeben, um im 
Hauptlauf die Lauffront sichtbar zu machen. 
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- Der Hauptlauf dauert 3 Stunden bei einer Spannung von 120 Volt. 
- Dann wird das Gel 20 Minuten gewässert, 15 Minuten in Ethidiumbromidlösung 
gefärbt und anschließend noch einmal 15 Minuten gewässert. 
- Zum Schluss wird die DNA unter UV-Licht mit dem ImaGo Compact Imaging 
System der Firma B&L System sichtbar gemacht und fotografiert. 
 
Puffer und Lösungen für Eckhardt-Lyse 
SRL-Lösung 
Saccharose  25% (w/v) 
Ficoll   10% (w/v) 
Lysozym  1 mg/ml 
Rnase   40 µl/ml von einer 10 mg/ml Stammlösung  
    (Endkonzentration: 0,4 mg/ml) 
Saccharose und Ficoll werden in TB-Puffer gelöst und 5 Minuten gekocht. 
RNase und Lysozym werden erst direkt vor Gebrauch zugesetzt. 
 
Ethidiumbromid-Färbelösung 
Ethidiumbromid 1 mg/l 
A. dest   ad 1000 ml 
 
TB-Puffer 
Tris   90 mM   (10,9 g/l) 
Borsäure  90 mM   (5,57 g/l) 
EDTA   2,5 mM   (0,93 g/l) 
 
B.3 Verwendete Böden und deren Charakterisierung 
Für die Inokulationsversuche wurden zwei verschiedene Böden verwendet, die im Folgenden 
näher beschrieben werden. Die Böden wurden gesiebt (< 5 mm) und bei Raumtemperatur 
gelagert. Tabelle 7 zeigt vergleichend einige Bodenparameter der verwendeten Böden. 
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Tabelle 7: Bodenparameter der verwendeten Böden im Vergleich (Oebels, 2009) 
 Parameter Ackerboden belasteter Boden
pH (1 M KCL) 7,67 ± 0,01 7,90 ± 0,02 
Gesamt Phosphor [mg P/g TG] 0,367 ± 0,003 0,194 ± 0,014 
potentielle Nitrifikation [µg N/g TS x 5 h] 22,62 ± 0,70 1,46 ± 0,70 
Kalkgehalt [%] 0,933 79,47 
C-Gehalt gesamt [%] 0,365 ± 0,004 16,38 ± 0,93 
C-Gehalt organisch (HCl) [%] 0,253 ± 0,013 6,85 ± 2,22 
C-Gehalt anorganisch [%] 0,112 9,54 
C/N-Verhältnis 5,6 70,6 
 
B.3.1 Ackerboden 
Der verwendete Ackerboden ist laut FAO-Klassifikationssystem ein Regosol-Boden, d.h. eine 
homogene Mischung aus Luvisol und glazialem Löss (Jahnke & Priefer, 2002). Er stammt 
aus einem Rekultivierungsfeld des Tagebaus Inden West bei Jülich, NRW, Deutschland.  
Der Boden ist verdichtet und besitzt nur einen geringem Humus- und Stickstoffgehalt. Zur 
Verbesserung der Bodeneigenschaften wurde auf dem Feld mehrere Jahre lang Luzerne 
(Medicago sativa) angepflanzt, inzwischen wird dort Weizen angebaut. Tab. 8 zeigt die 
Zusammensetzung des Ackerbodens. 
Tabelle 8: Zusammensetzung des Ackerbodens  
(nach Dumbeck, Rheinisch Westfälische Energiewerke (RWE), 1992) 
Parameter Anteil 
Sand 2-5 % 
Schluff 70-80 % 
Ton 14-17 % 
CaCO3 10,4 ± 0,7 % 
pH (CaCl2) 7,7 ± 0,0 
Mg 94 ± 5 µg/g Boden
K2O 58 ± 8 µg/g Boden
P2O5 20 ± 0 µg/g Boden
Gesamtgehalt Stickstoff 0,025 % 
Gesamtgehalt organischer Kohlenstoff 0,24 ± 0,04 % 
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B.3.2 Belasteter Boden 
Dieser Boden stammt von einer Halde aus Produktionsrückständen und Fehlchargen der 
chemischen Fabrik Rhenania AG in Stolberg-Atsch, NRW, Deutschland. Es handelt sich 
nicht um einen Boden im herkömmlichen Sinne, da er nicht natürlich gewachsen ist. Die 
Firma lagerte dort von 1852 bis 1944 unter anderem anorganische Kalziumsalze, 
Kalziumsulfid, Schlacken aus der Metallverhüttung, Aschen aus Feuerungsanlagen, 
Bauschutt aus Gebäudeabriss und Fehlchargen aus der Produktion ab. Die Ergebnisse 
dieser Arbeit zeigten, dass der Boden Arsen, Blei, Cadmium, Chrom, Kupfer, Thallium und 
Zink in Mengen enthält, die oberhalb der Vorsorgewerte der BBodSchV liegen, bzw. 
oberhalb der Prüfwerte für Ackerbauflächen und Nutzgärten im Fall der Stoffe, für die kein 
Vorsorgewert existiert. 
 
B.3.3 Einheitserde Typ VM 
Zur Bestimmung des optimalen Wachstums von Luzernepflanzen wurde die 
Vermehrungserde Typ VM der Einheitserde- und Humuswerke Gebr. Patzer GmbH & Co. 
KG (Sinntal-Jossa) verwendet. Die Erde ist wie folgt zusammengesetzt: 
Zusammensetzung:  Weißtorf, Ton, Perlite 
Organische Substanz: 80% TS 
pH (CaCl2):   5,8 
Salz KCl:   0,8 g/l 
N (CaCl2):   110 mg/l 
P2O5 CAL:   130 mg/l 
K2O CAL-:   160 mg/l 
 
B.3.4 Bestimmung der Metallgehalte der Böden 
Die Bestimmung der Metallgehalte der Böden erfolgte per ICP-MS im Institut für Hygiene und 
Umweltmedizin der RWTH Aachen. Die Proben wurden für die Messung bis zur 
Gewichtskonstanz bei 105°C getrocknet und anschließend in der Kugelmühle pulverisiert. 
Der Aufschluss der Proben erfolgte mit Hilfe von Königswasser (HCl:HNO3, 3:1, v/v). 
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B.3.5 Bestimmung der Ionengehalte der Böden 
Die Ionengehalte der Böden wurden mittels IC im Institut für Hygiene und Umweltmedizin der 
RWTH Aachen bestimmt. Dafür wurden je Probe 10 g Boden in einer Schottflasche mit 
100 ml A. dest versetzt, über Nacht geschüttelt und anschließend filtriert (< 0,45 µm). 
 
B.3.6 Bestimmung des Rhizobienvorkommens im belasteten Boden 
Um den mit Schwermetallen belasteten Boden auf endogene Rhizobien zu untersuchen, 
wurden verschiedene Leguminosen in dem belasteten Boden angezogen und beobachtet, ob 
sie Wurzelknöllchen bildeten. Dazu wurden die verschiedenen Samen zunächst sterilisiert, 
damit nicht an ihnen haftende Rhizobien die Pflanzen nodulieren und das Versuchsergebnis 
verfälschen konnten. Nach Ankeimen der Samen auf Agarplatten wurden die sterilen 
Keimlinge in Pflanztöpfe gesetzt. Als Referenzboden diente eine Mischung aus 50% 
Ackerboden und 50% Blumenerde. Pro Leguminosenart und Boden wurden je vier 
Pflanztöpfe bepflanzt. Die Pflanzen wurden im Gewächshaus kultiviert, d.h. Tageslänge und 
Temperaturen waren jahreszeitgemäß und die Bewässerung erfolgte mit Leitungswasser. 
Die Versuchsdauer betrug 8 Wochen von Mitte Dezember 2008 bis Mitte Februar 2009. 
 
B.3.7 Bestimmung der Auswirkungen von Bepflanzung und Zeit auf den 
Metallgehalt des belasteten Bodens 
Um herauszufinden, ob und falls ja inwieweit sich die Metallgehalte des belasteten Bodens 
im Laufe der Zeit oder durch Pflanzenbewuchs verändern, wurden je vier Pflanztöpfe mit 
belastetem Boden gefüllt und mit Birke, Luzerne oder beiden Pflanzen gemeinsam bepflanzt. 
Als Kontrolle dienten vier unbepflanzte aber identisch behandelte Töpfe. Der Versuch fand in 
einem Gewächshaus statt, d.h. Tageslänge und Temperatur waren der Jahreszeit 
entsprechend. Der Versuchszeitraum umfasste neun Monate von Mitte Dezember 2008 bis 
Mitte September 2009. Die Ansätze wurden mit Leitungswasser bewässert. Vor 
Versuchsbeginn und nach Versuchsende wurden Proben genommen und per ICP-MS die 
Metallgehalte des Bodens bestimmt. 
 
B.4 Pflanzenanzucht und Bestimmung des Pflanzenwachstums 
B.4.1 Verwendete Pflanzen 
Die verwendete Luzerne (Medicago sativa) gehörte der Sorte „ORCA“ an und stammte aus 
dem Erzeugerland Kanada. Die verwendeten Birkensamen (Betula pendula) wurden von der 
„PlusBaum Samen GmbH” (Nagold, Deutschland) bezogen. 
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B.4.2 Sterilisation der Luzernesamen und Kultivierung 
Die Luzernesamen wurden zuerst 10 Minuten in 70%igem Ethanol geschüttelt und 
anschließend 10 Minuten in konzentrierter Salzsäure (32%ig). Dann wurden die Samen vier- 
bis fünfmal mit sterilem H2O gewaschen, zum Schluss mit sterilem H2O überschichtet und 5 
Stunden zum Quellen bei 4°C gelagert. Zum Ankeimen und um die Sterilität der Samen zu 
überprüfen wurden sie auf TY-Agar ausgelegt und einige Tage bei 28°C inkubiert. 
Anschließend wurden die Keimlinge für die Versuche in Pflanztöpfe eingepflanzt. 
 
B.4.3 Kultivierung der Birken 
Die Birken wurden in sterilem Vermiculit angezogen und mit A. dest bewässert. Beim 
Einsetzen in die Pflanztöpfe für die Versuche waren die Birken 12 -17 Wochen alt. Die Birken 
wurden sowohl vor dem Einpflanzen als auch nach Beendigung der Versuche vermessen 
und fotographiert.  
 
B.4.4 Versuchsbedingungen 
Der verwendete Boden wurde zur Auflockerung zu einem Drittel (v/v) mit Vermiculit 
vermischt, in Pflanztöpfe eingewogen (H x B x T: 21,5 x 9 x 9 cm) und mit je einem 
Luzernekeimling (und z. T. zusätzlich einer Birke) bepflanzt. Es herrschten 22°C, 16 h 
Licht/Tag (Langtag) und eine Belichtungsintensität von 2,2 - 2,7 x 1016 Quanten x sec-1 x 
cm-2. Die Pflanzen wurden nach Bedarf mit sterilem A. dest gegossen. Die Versuchsdauer 
betrug 6 oder 13 Wochen. In jeder Versuchsreihe gab es fünf verschieden beimpfte Chargen 
mit je 10 Parallelen: 
1. Luzerne + E. meliloti L33 
2. Luzerne + A. brasilense Sp7 rifR 
3. Luzerne + E. meliloti L33 + A. brasilense Sp7 rifR 
4. Luzerne ohne Inokulation 
5. E. meliloti L33 + A. brasilense Sp7 rifR ohne Luzerne 
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B.4.5 Inokulation der Versuchspflanzen 
Die Inokulation erfolgte 4 Tage nach dem Bepflanzen der Töpfe mit je 4 x 107 Zellen 
(Tchebotar et al., 1998). Die Bakterien wurden über Nacht in selektivem Flüssigmedium 
angezogen, die optische Dichte gemessen und berechnet, welche Menge der Flüssigkultur 
4 x 107 Zellen enthielt. Die entsprechende Menge der Flüssigkultur wurde abzentrifugiert 
(1 min., 13.000 rpm), der Überstand verworfen und das Pellet in 1 ml Medium gewaschen. 
Anschließend wurde das Pellet in 1 ml sterilem A. dest resuspendiert und direkt an der 
Wurzel auf den Boden pipettiert. Im Fall der Ko-Kultivierung von Luzerne und Birke erfolgte 
die Inokulation zwischen den beiden Pflanzen. Bei Versuchsansätzen, die sowohl mit 
E. meliloti L33, als auch mit A. brasilense Sp7 rifR inokuliert wurden, wurde jeweils zuerst mit 
Ensifer inokuliert und 24 Stunden später mit dem Azospirillum (Plazinski & Rolfe, 1985). 
Nach zwei Wochen wurden die Pflanzen erneut inokuliert. 
 
B.4.6 Auswertung der Pflanzenparameter 
Nach Beendigung der Versuche wurden folgende Pflanzenparameter ausgewertet: 
1) Länge der Sprosse 
2) Blattanzahl 
3) Trockengewichte (TG) der Sprosse und Wurzelsysteme 
4) Anzahl, Größe und Aussehen der Wurzelknöllchen 
5) Nitrogenaseaktivität der Wurzelknöllchen 
6) C/N-Verhältnisse der Sprosse und Wurzelsysteme 
7) bei Birken: Blattfläche pro Blatt 
Die Daten der untersuchten Parameter wurden ausgewertet, indem jeweils von den 
Parallelpflanzen einer Charge der Mittelwert und die Standardabweichung bestimmt wurden 
und die prozentuale Differenz der inokulierten Ansätze zur unbeimpften Kontrolle berechnet 
wurden. Die Werte aller Chargen einer Versuchsreihe wurden mit dem Statistikprogramm 
SigmaStat 3.0 der Firma Systat Software GmbH auf statistisch signifikante Unterschiede hin 
ausgewertet. 
Die Sprosslänge wurde durch Messen der Sprosse vom Berührungspunkt mit dem Boden bis 
zur obersten Blattspitze bestimmt. Für die Bestimmung der Trockengewichte wurde das 
Pflanzenmaterial bei 105°C bis zur Gewichtskonstanz getrocknet und anschließend auf der 
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Feinwaage gewogen. Die Nitrogenaseaktivität der Wurzelknöllchen wurde mittels 
Acetylenreduktiontest (B.4.8) bestimmt, die C/N-Verhältnisse über C/N-Analyse (B.4.9). 
 
B.4.7 Statistische Auswertung der Daten 
Die statistische Auswertung der Daten erfolgte mit dem Statistikprogramm SigmaStat 3.0 der 
Firma Systat Software GmbH. Über Varianzanalyse (ANOVA, analysis of variance) wurden 
die Unterschiede zwischen den Ergebnissen der verschiedenen Inokulationsvarianten auf 
statistische Signifikanz geprüft. Die Unterschiede zwischen den Mittelwerten wurden mit Hilfe 
des multiplen Vergleichstests der Holm-Sidak-Methode untersucht, mit der die Daten der 
Beimpfungschargen sowohl paarweise untereinander, als auch mit einer ausgewählten 
Kontrollgruppe verglichen werden können. Als maximale Irrtumswahrscheinlichkeit wurde ein 
Signifikanzniveau von α = 0,05 festgelegt. Bei einer erhaltenen Irrtumswahrscheinlichkeit von 
p < 0,05 wurden die Unterschiede als signifikant angesehen. 
 
B.4.8 Acetylenreduktionstest 
Der Acetylenreduktionstest dient der Bestimmung der Nitrogenaseaktivität in den 
Wurzelknöllchen. Die Methode beruht auf der Fähigkeit der Nitrogenase, nicht nur 
molekularen Stickstoff in Ammonium umzuwandeln, sondern relativ unspezifisch Moleküle 
mit Dreifachbindung umzusetzen. Ethin (Acetylen) z. B. wird von der Nitrogenase zu Ethen 
(Ethylen) reduziert. Da sowohl Ethin als auch Ethen gaschromatographisch detektiert und 
quantifiziert werden kann, kann die Nitrogenaseaktivität durch eine gaschromatographische 
Messung bestimmt werden. Die in dieser Arbeit verwendete Methode ist modifiziert nach 
Hardy (1968). Die Kalibrierung erfolgte mit Ethen. 
 
Durchführung: 
• Die nodulierten Luzernewurzeln werden in Röhrchen gegeben (je nach Größe des 
Wurzelsystems mit 13 oder 109 ml Volumen) und diese gasdicht verschlossen. 
• In den Röhrchen wird 1 ml Luft durch 1 ml Ethin ersetzt. 
• Die Inkubation erfolgt ü.N. im Dunkeln in der Klimakammer. 
• 100 µl Gas aus dem Röhrchen werden in den Gaschromatographen injiziert. 
• Die zu untersuchenden Gase Ethen und Ethin werden im Gaschromatographen 
getrennt und mit Hilfe eines Flammenionisationsdetektors quantitativ bestimmt. 
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Gaschromatograph:  Hewlett-Packard HP5890 
Säule:    HP Plot Al2O3;  
Länge: 50 m; Durchmesser: 0,53 mm; Filmdicke: 15 µm 
Trägergas:   Stickstoff (N2) 
Brenngase:   synthetische Luft, Wasserstoff (H2) 
Injektortemperatur:  100°C 
Detektortemperatur:  150°C 
Ofentemperatur:  40°C 
 
B.4.9 C/N – Analyse 
Die Gehalte an Kohlenstoff (C) und Stickstoff (N) und daraus folgend das C/N-Verhältnis der 
Versuchspflanzen wurden mit Hilfe des CHN-Analysators „vario EL III“ der Firma „elementar 
Analysensysteme GmbH“ bestimmt. Dazu wurden die Proben 24 h bei 105 °C getrocknet 
und in einer Kugelmühle pulverisiert (45 sek, 20 Bewegungen/sek). Je 3-5 mg wurden in 
Zinnschiffchen eingewogen, die mit einer speziellen Falttechnik verschlossen wurden und in 
den Probenteller des Elementaranalysators gegeben wurden. Die Proben fallen dann einzeln 
in das Verbrennungsrohr, wo sie unter Sauerstoffüberschuss bei hohen Temperaturen 
(>1000°C) vollständig verbrannt werden. Ein im Verbrennungsrohr befindlicher 
Oxidationskatalysator (Chrom-III-Oxid) garantiert die vollständige Oxidation der Proben. Das 
Produktgas strömt anschließend mit Helium als Trägergas über heißes Kupfergranulat (ca. 
650°C), welches oxidiert wird und die im Gasgemisch enthaltenen Stickoxide zu 
molekularem Stickstoff (N2) reduziert. Gleichzeitig wird überschüssiger Sauerstoff gebunden. 
Flüchtige Halogenverbindungen werden durch Silberwolle abgefangen. Das Gasgemisch 
besteht danach nur noch aus CO2, N2 und H2O. CO2 und H2O werden zunächst an 
spezifische Adsorptionssäulen gebunden, während N2 mit dem Trägergas direkt zum 
Wärmeleitfähigkeitsdetektor (WLD) gelangt. Nach der N-Messung werden nacheinander erst 
CO2 und anschließend H2O desorbiert und zum WLD geleitet. Aus dem gefundenen 
Elementgehalt und der Einwaage werden der prozentuale Elementgehalt der Proben und 
das C/N-Verhältnis berechnet. 
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B.5 Detektion der zur Inokulation verwendeten Bakterienstämme 
B.5.1 Detektion in der Rhizosphäre 
Die Detektion der zur Inokulation verwendeten Bakterienstämme aus der Rhizosphäre 
erfolgte durch Ausplattieren der Rhizosphäreneluate auf selektiven Agarplatten. Im Fall des 
E. meliloti L33 wurde zusätzlich die Biolumineszenz gemessen. Dazu wurden einige Gramm 
Rhizosphärenerde in ein Falcon gegeben und die Wurzel mit 5 ml 1%igem Di-
Natriumdihydrogenpyrophosphat abgeschwemmt. Die Proben wurden 20 Sekunden 
gevortext um die Bakterien von den Bodenpartikeln zu lösen. Anschließend wurden die 
Bodenpartikel 30 Minuten absedimentieren gelassen, 1 ml des Überstands wurde für die 
Detektion abgenommen und geeignete Verdünnungen angelegt. Der Nachweis des E. 
meliloti L33 erfolgte durch Ausplattieren auf unverdünntem DNB-Agar mit Streptomycin, den 
Fungiziden Kresoxim-methyl und Cycloheximid und 500 mM NaCl zur Inhibierung des 
Pilzwachstums. Die Detektion des A. brasilense Sp7 erfolgte durch Ausplattieren auf 1:10 
verdünntem DNB-Agar mit Nalidixin, Rifampicin und den o. g. Fungiziden. Die Inkubation 
erfolgte jeweils bei der für das zu detektierende Bakterium optimalen Temperatur. Die 
Detektion des E. meliloti L33 aus Wurzelknöllchen erfolgte nach Selbitschka et al. (2006). 
Die Knöllchen wurden sterilisiert, zerquetscht und die erhaltene Suspension selektiv 
ausplattiert. Die gewachsenen Kolonien wurden auf Biolumineszenz hin überprüft (B.5.3) 
oder in eine luc-PCR eingesetzt (B.6.7). Das Detektionslimit für A. brasilense Sp7 lag bei der 
verwendeten Methode bei 6 x 103 Zellen/g Boden (FG), für E. meliloti L33 bei 1,8 x 103 
Zellen/g Boden (FG). 
 
B.5.2 Oberflächensterilisation von Wurzelknöllchen 
Die Wurzelknöllchen wurden mit einem Skalpell mit einem Stückchen Wurzel vom 
Wurzelsystem getrennt und in ein Eppendorfgefäß gegeben. Die Knöllchen wurden 5 
Minuten mit 96%igem Ethanol gewaschen, dann 5 Minuten mit 70%igem Ethanol sterilisiert. 
Anschließend wurden sie mehrfach mit sterilem A. dest gewaschen. Dann wurden 100 µl TY-
Medium zu den Knöllchen gegeben, wovon 20 µl zum Überprüfen der Sterilität auf TY-
Platten ausplattiert und bei 28°C inkubiert wurden. Die Knöllchen wurden mit einem sterilen 
Skalpell zerdrückt, auf selektiven LB-Platten ausplattiert und ebenfalls bei 28°C inkubiert. 
 
B.5.3 Biolumineszenzmessung 
Der Stamm E. meliloti L33 ist mit dem Luziferase-Gen „luc“ des Leuchtkäfers Photinus 
pyralis markiert (Selbitschka et al., 1995b). Das Gen kodiert für das Enzym Luziferase, das 
sein Substrat Luziferin in einer Reaktion umsetzt, bei der Licht emittiert wird. Das Gen steht 
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unter der Kontrolle des konstitutiven Promotors des nptII-Gens (neomycin 
phosphotransferase II), der eine starke Transkription bewirkt. Da im Boden natürlicherweise 
keine biolumineszenten Bakterien vorkommen, eignet sich diese Markierung zur Detektion 
freigesetzter Mikroorganismen. Abbildung 2 zeigt die zugrunde liegende Reaktion. 
 
Abbildung 2: Reaktionsschema der durch die Luziferase vermittelten Reaktion 
 
Durchführung: 
Die Detektion erfolgte nach Selbitschka et al. (2006). Die nach 3-6 Tagen auf den 
Agarplatten gewachsenen Bakterienkolonien wurden auf Nylonmembranen geblottet 
(Porengröße 0,2 µm, Durchmesser 82 mm, Macherey-Nagel), welche mit je 500 µl 
Luziferinlösung getränkt waren (0,5 mM Luziferin in 100 mM Natriumcitrat; pH 5,0). Die Licht 
emittierenden Kolonien wurden mit Hilfe eines Biolumineszenz-Analyzers detektiert 
(10 min/Messung) und ausgezählt. 
 
B.6 Molekularbiologische Methoden 
B.6.1 Isolation von Plasmid - DNA 
Die Isolation von Plasmid - DNA erfolgte mit dem innuPREP Plasmid Mini Kit der Analytic 
Jena AG. Die Durchführung entsprach den Angaben des Herstellers. 
 
B.6.2 DNA- und RNA-Extraktion aus Boden 
DNA und RNA wurden nach Beendigung der Versuche gleichzeitig und aus derselben 
Bodenprobe extrahiert. Dadurch war gewährleistet, dass die Ergebnisse der DNA- und der 
RNA-Untersuchungen direkt vergleichbar waren. Die Methode basiert auf Protokollen von 
Griffith  et al. (2000), Bürgmann et al. (2001) und Sessitsch et al. (2002). 
Durchführung: 
500 mg Boden werden in saubere BIO 101 Säulen eingewogen und über Nacht eingefroren. 
Zu den aufgetauten Proben wird 1 ml Extraktionslösung (60°C) zugegeben und die Proben 
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im BIO 101-Schüttler 45 s bei 5.5 m/s geschüttelt. Es folgt eine Zentrifugation (Vmax, 5 min). 
Der Überstand wird in ein 2 ml - Eppendorfgefäß überführt und 500 µl Phenol/Chloroform/ 
Isoamylalkohol (25:24:1) mit 0,1% 8-Hydroxychinolin (60°C) zugegeben. Letzteres stabilisiert 
die RNA durch die Komplexierung von mehrwertigen Kationen und schützt sie dadurch vor 
Abbau. Dann werden 400 µl 4 M Guanidinthiocyanat (in DEPC-H2O) zugeben, was RNasen 
deaktiviert. Es folgt eine 5minütige Inkubation bei 60°C im Eppendorf-Schüttler. Die Proben 
werden gut gevortext und erneut zentrifugiert (Vmax, 10 min). Der Überstand wird erneut 
abgenommen und mit 1 Vol. Chloroform/Isoamylalkohol (24:1) versetzt, wieder gut gevortext 
und zentrifugiert (Vmax, 5 min). Die wässrige Phase (oben) auf zwei 1,5 ml-
Eppendorfgefäße verteilt (für DNA und RNA) und 2 Vol. 30% Polyethylenglycol 6000 (in 
1,6 M NaCl in DEPC-H2O) zugegeben. Die Fällung erfolgt über Nacht bei Raumtemperatur. 
Dann wird die DNA durch erneute Zentrifugation (Vmax, 10 min) pelletiert und das Pellet in 
eiskaltem 70%igen Ethanol gewaschen. Das Pellet wird bei 40°C getrocknet. DNA-Proben 
werden in 80 µl Tris (10 mM) resuspendiert, RNA-Proben in 60 µl RNase freiem H2O. 
 
Puffer und Lösungen für DNA- und RNA-Extraktion aus Boden 
Extraktionslösung 
NaCl         0,7 M 
Di-Natriumhydrogenphosphat  250 mM 
EDTA        50 mM 
1,4-ditio-DL-threitol (DTT)       1 mM 
SDS      2% (w/v) 
pH 8,0 
 
B.6.3 Bestimmung der DNA-Konzentration 
Die Konzentration der isolierten DNA wurde mit dem Spectrophotometer ”Novaspec®II” der 
Firma Pharmacia bei 260 nm bestimmt, wobei eine Absorption von 1 etwa 50 µg dsDNA pro 
ml und 33 µg ssDNA pro ml entspricht. Dabei ist zu berücksichtigen, dass RNA bei 260 nm 
ebenfalls absorbiert. Der Quotient A260/A280 gibt Auskunft über die Reinheit der Nukleinsäure. 
Reine DNA hat ein A260/A280 - Verhältnis von ≥ 1,8. Ein Verhältnis < 1,8 weist auf eine 
Verunreinigung mit Proteinen und aromatischen Substanzen hin, ein Verhältnis > 2 deutet 
auf eine RNA - Kontamination hin.  
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Die DNA - Konzentration kann auch durch Agarose - Gelelektrophorese abgeschätzt werden, 
indem die Bandenintensität der DNA-Probe mit der des Molekulargewichtsstandards 
verglichen wird. 
 
B.6.4 Restriktionsverdau 
Restriktionsenzyme sind Endonukleasen, die spezifische DNA-Sequenzen erkennen und die 
DNA durch Spaltung von Phosphodiesterbindungen schneiden. Die Erkennungssequenzen 
sind meist 4-6 Basenpaare (bp) lange Palindrome, d.h. Sequenzen, die aus beiden 
Richtungen gelesen die gleiche Basenfolge aufweisen. In der Molekularbiologie werden 
meist Restriktionsenzyme des Typs 2 verwendet, die die DNA direkt an der Erkennungsstelle 
schneiden. Für die Aktivität dieser Enzyme sind Mg2+-Ionen essentiell. Je nach 
Restriktionsenzym entstehen an den Schnittstellen glatte (blunt ends) oder überhängende 
Enden (sticky ends). 
In der vorliegenden Arbeit wurde die isolierte Plasmid-DNA zur Kontrolle mit dem 
Restriktionsenzym BamHI (Fermentas) verdaut, bevor sie zur Sequenzierung geschickt 
wurde. Die Restriktionsansätze wurden eine Stunde lang bei 37°C inkubiert und die 
Restriktionsenzyme anschließend durch Einfrieren über Nacht oder durch 20-minütiges 
Erhitzen auf 65°C inaktiviert. 
 
Restriktionsansätze: 
Plasmid-DNA    2,5 µl 
BamHI-Puffer (10x)       1 µl 
BamHI     0,5 µl 
H2O        6 µl 
   ——— 
Σ 10 µl 
 
B.6.5 Agarose-Gelelektrophorese  
Die Agarose-Gelelektrophorese dient dazu, DNA-Fragmente nach ihrer Größe aufzutrennen 
sowie PCR und DNA-/RNA-Isolationen zu überprüfen. Je nach Größe der aufzutrennenden 
DNA-Fragmente werden 0,8 – 1,5%ige (w/v) Gele verwendet; in dieser Arbeit waren die Gele 
meist 1%ig. Die Agarose wurde durch Aufkochen in 1x TA-Puffer gelöst und das noch 
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flüssige Gel in eine Gelkammer gegossen, die vorher mit einem Kamm versehen wurde. Die 
Proben wurden vor dem Auftragen mit 0,2 Vol. Ladepuffer versetzt, der durch Glycerin ein 
Absinken der Proben in die Geltaschen bewirkt und durch Bromphenolblau die Lauffront 
sichtbar macht. Um die Größe der DNA-Fragmente aus den Proben abschätzen zu können, 
wurden jeweils 2 µl der 1 kb-Leiter von Fermentas auf die Gele mit aufgetragen. Die 
Elektrophorese erfolgte bei 75 Volt in 1x TA-Puffer. Im elektrischen Feld bewegen sich die 
DNA-Moleküle wegen ihrer negativen Ladung zur Anode (Pluspol), wobei kleinere DNA-
Fragmente im Gel weiter laufen als größere. Nach der Elektrophorese wurden die Gele in 
einer Ethidiumbromid-Färbelösung (1 mg/l) gefärbt, einer interkalierenden Substanz, die die 
Detektion der DNA im Gel unter UV-Licht als Banden ermöglicht. Die Dokumentation erfolgt 
mit Hilfe des ImaGo Compact Imaging System der Firma B&L System. 
 
Puffer und Lösungen für Agarose-Gelelektrophorese 
TA-Puffer (50 x) 
Tris-HCL  2 M   (242,28 g/l) 
Natriumacetat  500 mM (41,02 g/l) 
EDTA    0,05 M  (18,61 g/l) 
pH 7,8 
 
B.6.6 cDNA-Synthese 
Um die Aktivität der bakteriellen Bodengemeinschaft zu untersuchen, muss die aus dem 
Boden extrahierte mRNA in cDNA umgeschrieben werden. Die RNA-Proben wurden zuerst 
mit DNase I behandelt, damit die nach der Extraktion in den Proben enthaltene DNA die 
Auswertungen nicht verfälscht.  
Abbau der DNA 
• RNA 1 µg (10 µl RNA - Probe) 
+ 1 µl 10 x Reaktionspuffer mit MgCl2  
+ 1 µl Rnase-freie DNase I (1 U/µl)  
• Inkubation bei 37°C, 30 min 
• Zugabe von 1 µl EDTA (25 mM) zum Schutz der RNA 
• Inkubation bei 65°C, 10 min zur Inaktivierung des Enzyms 
Die zum DNA-Abbau verwendeten Reagenzien wurden von Fermentas bezogen. 
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Reverse Transkription 
Bei der reversen Transkription (RT) werden RNA-Moleküle durch eine RNA-abhängige DNA-
Polymerase, die Reverse Transkriptase, in komplementäre DNA (cDNA) umgeschrieben. 
Dazu werden Reverse Transkriptasen aus Retroviren verwendet, die normalerweise DNA-
Kopien des viralen RNA-Genoms herstellen. In dieser Arbeit wurde die Reverse 
Transkriptase des murinen Moloney Leukämievirus (MMLV) eingesetzt. Das Enzym wurde 
von der Firma Promega bezogen. 
Durchführung: 
• 4 µl RNA (aus dem mit DNase I behandelten Ansatz)  
+ 0,5 µl Primer “U968” (100 pmol/µl) 
 + 10,25 µl H2O (Nuklease-frei) 
• Inkubation bei 70°C, 5 min  
• Abkühlen auf Eis und Zugabe des Reaktions-Gemisches 
• Reverse Transkription bei 48°C, 45 min 
• Inaktivierung des Enzyms bei 99°C, 5 min 
• Lagerung der cDNA bei -20°C 
 
Tabelle 9: Reaktionsmix für reverse Transkription 
Komponente Menge [µl] 
RT-Puffer (5 x) 5  
dNTPs [10 mM] 1,25  
MgSO4 [25 mM] 1,5  
MMLV Reverse Transkriptase (200 U/µl) 1 
 
B.6.7 Polymerase-Kettenreaktion (PCR) 
Die PCR ist eine Methode zur Amplifikation (Vervielfältigung) von DNA-Sequenzen. Dazu 
werden zwei Oligonukleotide (Primer) benötigt, deren Sequenzen komplementär zu den 
flankierenden Sequenzen des gewünschten DNA-Bereichs sind. Die Primer sind notwendig, 
weil die Polymerase, die die neuen DNA-Stränge synthetisiert, ein freies 3´OH-Ende 
benötigt, um neue Nukleotide anheften zu können. Normalerweise wird die hitzestabile Taq-
Polymerase verwendet, die nach dem thermophilen Bakterium Thermus aquaticus benannt 
ist, aus dem sie ursprünglich isoliert wurde.  
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Die PCR besteht aus mehreren Schritten. Zuerst wird die DNA bei 94°C drei bis fünf Minuten 
denaturiert. Im zweiten Schritt (30-45 Sek.) erfolgt die Anlagerung der Primer (Annealing). 
Die Temperatur liegt dabei ca. zwei Grad unter der niedrigeren der beiden Primer - 
Schmelztemperaturen. Der dritte Schritt ist die Elongation, d.h. die Verlängerung des neuen 
DNA-Stranges. Die Temperatur beträgt 72°C (optimale Temperatur für die Taq-Polymerase). 
Die Dauer richtet sich nach der Länge des Templates (1 min/1000 Basenpaare). Dann folgen 
wieder Denaturierung (ab dem zweiten Zyklus 30-45 Sekunden), Annealing und Elongation. 
Die PCR besteht normalerweise aus etwa 30 Zyklen. Da jeder neu synthetisierte DNA-
Strang im nächsten Zyklus als Template dient, werden Fehler, die durch den Einbau eines 
falschen Nukleotids entstanden sind, ebenfalls vermehrt. Deshalb ist eine zu große 
Zyklenzahl nicht anzuraten. Da die Anzahl der DNA-Stränge bei jedem Zyklus verdoppelt 
wird, erhält man theoretisch nach n Zyklen 2n DNA-Stränge. Die letzte Elongation dauert fünf 
bis sieben Minuten. Anschließend werden die PCR-Produkte in einer Agarose-
Gelelektrophorese überprüft. Die Lagerung der Proben erfolgt bei 4°C. 
Die PCR wurden in dem Thermocycler „Thermo-TRIO“ der Firma Biometra durchgeführt. 
Die Amplifikation der 16S ribosomalen (c)DNA für die DGGE erfolgte mit den Primern L1401 
und U968GC (Nübel et al., 1996), die bei E. coli komplementär zu den Positionen 1401 und 
968 sind und ein 433 bp langes PCR-Produkt der variablen Regionen V6 bis V8 ergeben. 
Der Primer U968GC enthält eine GC-Klammer (Muyzer et al., 1993), die ein vollständiges 
Aufschmelzen des Amplifikates in der DGGE verhindert. Bei PCR für Klonierungen wurde 
statt U968GC der Primer U968 ohne GC-Klammer verwendet. Zur Detektion des L33 aus 
Wurzelknöllchen wurde das luc – Gen mit den Primern P4 und P6 amplifiziert (Dammann-
Kalinowski et al., 1996). Die verwendeten Primer sind in Tabelle 10 gezeigt. 
Tabelle 10: verwendete Primer 
Primer Sequenz Länge [bp] GC-Gehalt [%] Tm [°C] 
L1401 5' CGG TGT GTA CAA GAC CC 3' 17 58,8 55,2 
U968GC 
5´CGC CCG GGG CGC GCC CCG 
GGC GGG GCG GGG GCA CGG GGG 
GAA CGC GAA GAA CCT TAC 3´ 
57 86,2 >75 
U968 5´AAC GCA AAG AAC CTT AC 3´ 17 47 50 
P6 5´ AGC TCG CCA GTC AAG TAA CA 3´ 20 50 60 
P4 5´ GAA CCA CAG GCT TTT ATC 3´ 18 40 52 
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Die Zusammensetzung der PCR-Ansätze ist Tabelle 11 zu entnehmen. Die als Matrize 
eingesetzte DNA wurde bei DNA-Proben 1:100 oder 1:1000 verdünnt eingesetzt, bei cDNA-
Proben unverdünnt oder 1:10. 
Tabelle 11: Zusammensetzung der PCR-Ansätze 
Komponente Menge [µl] Endkonzentration
Puffer (10 x) 2,5 1 x 
dNTP [10 mM] 0,5 0,2 mM 
Primer 1 (10 pmol/µl) 0,5 0,2 µM 
Primer 2 (10 pmol/µl) 0,5 0,2 µM 
Taq-Polymerase (5 U/µl) 0,3 1,5 U 
DNA 1-2  
H2O ad 25 µl  
 
Die verwendeten PCR-Programme sind in Tabelle 12 dargestellt. 
Tabelle 12: PCR-Programme 
 16 S-PCR luc-PCR 
Schritt Temperatur (°C) Dauer Temperatur (°C) Dauer 
Primärdenaturierung 94 4   min 94 4   min
Denaturierung 94 45 sek 94 45 sek
Annealing 58 45 sek 50 45 sek
Elongation 72 1   min 72 45 sek
terminale Elongation 72 10 min 72 10 min
Anzahl Schleifen: 30 
 
B.6.8 Denaturierende Gradienten-Gelelektrophorese (DGGE) 
Die Denaturierende Gradienten-Gelelektrophorese (DGGE) ist eine Methode, mit der die 
Struktur mikrobieller Gemeinschaften analysiert werden kann, ohne die Organismen vorher 
kultivieren zu müssen. Dies ist ein großer Vorteil, da der überwiegende Anteil der 
Mikroorganismen nicht kultivierbar ist und dementsprechend mit traditionellen Methoden 
nicht erfasst wird. Die DGGE beruht auf der Auftrennung eines Gemisches gleich langer 
DNA-Fragmente (PCR-Amplifikate), die sich in ihrem GC-Gehalt und damit auch in ihrer 
Schmelztemperatur unterscheiden. Da die Basen A und T nur durch zwei 
Wasserstoffbrücken zusammengehalten werden, die Basen G und C aber durch drei 
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Wasserstoffbrücken, sind GC-reiche Sequenzen stabiler als AT-reiche Sequenzen. Bei der 
DGGE wird ein linearer chemischer Gradient aus denaturierenden Substanzen in das Gel 
gegossen, welcher ein Aufschmelzen der doppelsträngigen DNA-Fragmente bewirkt, 
wodurch deren Wanderung im Gel gehemmt wird. Aufgrund der höheren Stabilität 
schmelzen GC-reichere DNA-Fragmente erst bei einer höheren Konzentration des 
denaturierenden Agens als AT-reiche Sequenzen und können daher im Gel weiter wandern.  
Mit der „ursprünglichen“ DGGE konnten Sequenzunterschiede in der höchsten 
Schmelzdomäne, also der GC-reichsten Sequenz, die zuletzt schmelzt, nicht detektiert 
werden, da sich die beiden DNA-Stränge dann vollständig trennten und aus dem Gel 
herauswanderten. Dadurch lag die Sensitivität der Methode nur bei ca. 50%. Dieses Problem 
wurde gelöst, indem den zu trennenden DNA-Fragmenten in der vorangehenden PCR eine 
so genannte GC-Klammer angehängt wird (Myers et al., 1985; Sheffield et al., 1989). Diese 
Klammer besteht aus ca. 40 G- und C-Nukleotiden. Da die Klammer den stabilsten Bereich 
der zu analysierenden DNA-Fragmente darstellt, können alle außerhalb dieses Bereichs 
liegenden Sequenzunterschiede der Fragmente erfasst werden. So können mittels DGGE 
selbst Fragmente aufgetrennt werden, die sich in nur einer Base unterscheiden (Myers et al. 
1985). Ursprünglich wurde die DGGE im medizinischen Bereich zur Detektion von 
Mutationen verwendet (Myers et al. 1985, Sheffield et al. 1989). In der mikrobiellen Ökologie 
wurde die DGGE erstmals 1993 von Muyzer et al. eingesetzt, um die genetische Diversität 
komplexer mikrobieller Populationen zu untersuchen. Das Bandenmuster einer Probe stellt 
das Profil der mikrobiellen Gemeinschaft dar, während die einzelnen Banden jeweils einem 
Bakterienstamm entsprechen. So kann z. B. durch Auftragen von 16S-DNA mehrerer 
Gemeinschaften die Bakterienzusammensetzung dieser Gemeinschaften verglichen werden, 
oder durch Auftragen von DNA und cDNA derselben Probe die gesamte mit der aktiven 
Gemeinschaft verglichen werden.  
 
Elektrophorese 
Zur Durchführung der DGGE wurde das System „DCodeTM Universal Mutation Detection 
System“ der Firma BioRad verwendet. Aus zwei Stammlösungen mit je 6% einer 
Polyacrylamid-Gellösung* (0%-Lösung ohne denaturierende Agentien und 100%-Lösung mit 
7 M Harnstoff und 40% Formamid) wurden jeweils frisch zwei Arbeitslösungen entsprechend 
des gewünschten Gradienten gemischt. Hier wurden 40% - 70%-Gele verwendet. Für die  
40% - Arbeitslösung wurden 9 ml der 0% - Lösung und 6 ml der 100% - Lösung eingesetzt. 
Für die 70% - Arbeitslösung wurden 4,5 ml der 0% - Lösung und 10,5 ml der 100% - Lösung 
                                                
* 40% Acrylamid-,Bisacrylamid-Stammlösung im Verhältnis 19:1, bezogen von Roth 
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eingesetzt. Zu jeder Arbeitslösung wurden zum Polymerisieren 140 µl einer 10%igen APS-
Lösung und 15 µl TEMED zugegeben. Mit Hilfe eines Gradientenmischers und einer 
peristaltischen Pumpe (700 rpm) wurde das 1 mm dicke Gel zwischen die beiden 
Glasscheiben des Systems gegossen. Zur Stabilisierung und besseren Handhabung des 
Gels wurde zuvor auf die hintere Glasscheibe eine Polyesterfolie mit Acrylatschicht 
aufgelegt, an die das Gel durch kovalente Bindung des monomeren Acrylamid mit dem 
Acrylat bindet. Nach Auspolymerisieren des Gels wurden die mit Ladepuffer beschwerten 
Proben sowie ein Standard auf das Gel aufgetragen. Die Elektrophorese erfolgte bei 60°C, 
90 Volt und  ~ 0,03 A über 17 Stunden. 
 
Puffer und Lösungen für DGGE 
TAE-Puffer (50 x) 
Tris    2 M   (242,28 g/l) 
EDTA    0,05 M  (18,61 g/l) 
Essigsäure   1 M   (60,05 g/l) 
 
Tabelle 13: Polyacrylamid-Stammlösungen für DGGE 
Substanz 100%-Lösung 0%-Lösung
TAE-Puffer (50x) 2 ml 2 ml 
Polyacrylamid-Gellösung (40%) 15 ml 15 ml 
Harnstoff 42 g - 
Formamid 40 ml - 
A. dest ad. 100 ml ad. 100 ml 
Die Lösungen wurden in einem Ultraschallbad 15 Minuten lang entgast.  
 
Silberfärbung  
Die Visualisierung der DNA-Banden in den DGGE-Gelen erfolgte mittels Silberfärbung 
(Radojkovic & Kusic, 2000). Diese Methode wurde verwendet wegen ihrer höheren 
Sensibilität im Vergleich zu anderen Färbemethoden und wegen der langen Haltbarkeit der 
gefärbten Gele. Die Färbung erfolgte bei Raumtemperatur auf dem Schüttler. Die Gele 
wurden dazu in eine Schale gelegt und mit den Lösungen vollständig bedeckt. Zuerst wurde 
die DNA mit Hilfe von Lösung A im Gel fixiert. Dann erfolgte die Färbung mit Lösung B. Die 
darin enthaltenen Silberionen lagern sich an die DNA an. Überschüssige Ionen wurden nach 
dem Färbeschritt mit H2O abgespült. Anschließend folgte im Dunkeln die Entwicklung bis zur 
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gewünschten Bandenintensität. Durch Zugabe von alkalischem Formaldehyd (Lösung C) 
werden die Silberionen zu elementarem Silber reduziert, wodurch die DNA-Banden schwarz 
gefärbt werden. Zum Schluss wurde die Entwicklung mit Puffer D gestoppt. Die gefärbten 
Gele können in einer Plastikfolie, im Dunkeln und bei Raumtemperatur gelagert werden. 
Tabelle 14: Silberfärbung 
Lösung Funktion Zusammensetzung Dauer 
A Fixierung 
10% Ethanol (v/v) 
0,5% Essigsäure (v/v) 
3 x 3 min
B Färbung 0,1% Silbernitrat (AgNO3) (w/v) 10 min 
C Entwicklung 
1,5% NaOH (v/v) 
*0,01% Natriumborhydrid (NaBH4) (w/v) 
*0,15% Formaldehyd (w/v) 
variabel 
D Stoppen 0,75% Natriumcarbonat (Na2CO3) (w/v) 10 min 
*Zugabe direkt vor Gebrauch 
 
Auswertung 
Die Auswertung der DGGE-Gele erfolgte mit der Software „GelComparII, Version 6“ (Applied 
Math). Zur Erstellung phylogenetischer Bäume wurde die „unweighted pair group method 
with arithmetic mean“ (UPGMA) verwendet, die auf der Annahme beruht, dass alle Taxa mit 
derselben konstanten Rate evolvieren. Alle Abstände werden gleichberechtigt, also 
ungewichtet, in die Abstandsberechnung einbezogen. Zusätzlich wurden vergleichend 
sowohl der kurvenbasierte Pearson-Korrelationsindex verwendet, als auch der 
bandenbasierte Jaccard-Index. 
 
B.6.9 DNA-Elution aus DGGE-Gelen 
Einige ausgewählte DNA-Banden wurden mit einem sterilen Skalpell aus dem DGGE-Gel 
ausschnitten, in 1,5 ml Reaktionsgefäße gegeben, mit 50 µl Elutionspuffer versetzt und 3 h 
bei 37°C und 450 rpm in einem Thermomixer inkubiert. Das Gel löst sich dabei nicht auf, es 
wird nur die DNA herausgelöst. Die Überstände wurden abgenommen und die DNA mit dem 
doppelten Volumen Ethanol bei -20°C über Nacht gefällt. Nach der Fällung wurde die DNA 
15 min bei 4°C und 24.000 x g (13.000 rpm) pelletiert, der Überstand verworfen und das 
Pellet bei 37°C über 10-20 min getrocknet. Anschließend wurde die DNA in 12-15 µl TE-
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Puffer (5 mM Tris, pH 7,5, 0,1 mM EDTA) oder sterilem H2O resuspendiert. Die Lagerung der 
Proben erfolgt bei 4°C. 1-2 µl wurden in die PCR für die Klonierung eingesetzt. 
 
Puffer und Lösungen für die DNA-Elution aus PAA-Gelen 
Elutionspuffer 
Ammoniumacetat             0,5 mM  
Magnesiumacetat x 4 H2O  10 mM 
EDTA       1 mM  
SDS        0,1%  
pH 8,0  
 
B.6.10 Klonierung von DNA aus DGGE-Banden 
Klonierungen erfolgten mit Hilfe des Kits „The Original TA Cloning® Kit“ von Invitrogen. Die 
Durchführung kann dem Handbuch des Herstellers (TA Cloning® Kit, Version W, 15 February 
2006) entnommen werden.  
Der pCR2.1® -Vektor des Kits besitzt an seinen Enden 3´-Desoxy-Thymidin-Überhänge, die 
komplementär sind zu den 3´-Desoxyadenosin-Überhängen der PCR-Produkte. Die PCR-
Produkte wurden durch Ligation in den Vektor inseriert und dieser in den E. coli-Stamm XL1-
Blue transformiert. Über Blau-Weiß-Selektion wurden die Kolonien identifiziert, die das Insert 
im Vektor trugen. Diese wurden auf frische Agarplatten gepickt, in Flüssigkultur angezogen 
und daraus die Plasmid-DNA isoliert, die nach Kontrolle durch Restriktion und Bestimmung 
der DNA-Konzentration zur Sequenzierung geschickt wurde.  
 
B.6.11 Sequenzierung und Analyse der Sequenzen 
Sequenzierungen wurden durchgeführt von 4base-lab in Reutlingen, Baden-Württemberg. 
Die erhaltenen Sequenzen wurden mit den Programmen Chromas und ClustalX2 bearbeitet 
und mit Hilfe der Datenbanken BLAST (ncbi) und SeqMatch (Ribosomal Database Project, 
RDP) ausgewertet. Über „treebuilder“ des RDP wurden phylogenetische Bäume erstellt. 
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C Ergebnisse 
C.1 Erzeugung und Charakterisierung der zur Inokulation verwendeten 
Bakterienstämme 
C.1.1 Etablieren einer Rifampicinresistenz in A. brasilense Sp7  
Der A. brasilense Sp7-Wildtyp verfügt natürlicherweise über eine Nalidixinsäureresistenz. In 
ersten Vorversuchen zur Detektierbarkeit dieses Stammes aus Boden zeigte sich aber, dass 
dieses Antibiotikum das Wachstum der endogenen Bodenbakterien auf den 
Detektionsplatten kaum bis gar nicht zu unterdrücken vermochte. Tests ergaben, dass 
Streptomycin und Gentamycin das Bakterienwachstum ebenfalls nur unzureichend 
reduzierten. Auf rifampicinhaltigen Agarplatten wuchsen dagegen keine endogenen 
Bodenbakterien, weshalb A. brasilense Sp7 mit einer spontanen Rifampicinresistenz 
versehen werden sollte um eine Detektion dieses Stammes aus dem Boden zu ermöglichen. 
Die spontane Rifampicinresistenz wird normalerweise durch eine Mutation im Gen rpoB 
hervorgerufen, welches für die β-Untereinheit der RNA-Polymerase kodiert (Morlock et al., 
2000) und ist unter Bodenbakterien sehr ungewöhnlich. Diese chromosomale Mutation 
verleiht eine deutlich höhere Stabilität als Plasmid kodierte Marker und bietet zudem den 
Vorteil, dass der Marker nicht auf endogene Bodenbakterien transferiert wird (Compeau et 
al., 1988). Um rifampicinresistene Mutanten zu erhalten, wurde der Wildtyp in selektivem LB-
Medium angezogen, abzentrifugiert und das Pellet auf LB-Agar mit Rifampicin ausplattiert. 
Die erhaltenen Kolonien wurden in mehreren Eckhardt-Gelen auf ihren Plasmidgehalt hin 
überprüft. A. brasilense Sp7 enthält normalerweise vier große Plasmide von 370 MDa, 350 
MDa (Plazinski et al., 1983), 115 MDa und 90 MDa (Petrova et al., 2005). Das 
Plasmidmuster aller rifampicinresistenten Kolonien stimmte mit dem des A. brasilense Sp7-
Wildtyps überein (Abb. 3).  
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Abbildung 3: Eckhardt-Gel mit Plasmidprofilen der rifampicinresistenten A. brasilense Sp7-
Kolonien (1-15) und des A. brasilense Sp7 Wildtyps (Sp7 WT) 
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Es wurde willkürlich eine der rifampicinresistenten Kolonien für die weitere Arbeit ausgewählt 
und die Stabilität ihrer Resistenz überprüft. Es zeigte sich, dass die Resistenz bei täglich 
neuem Überimpfen der Kultur nach 9 Wochen noch zu 100% stabil war. Da die angestrebte 
Dauer für die Inokulationsversuche 6 Wochen betrug, wurde die Stabilität als ausreichend 
angesehen und der Stabilitätstest nach 9 Wochen beendet. 
 
C.1.2 Auswahl und Charakterisierung eines geeigneten E. meliloti 2011 – 
Stammes 
Wie mit A. brasilense Sp7 wurden auch mit E. meliloti 2011 Wildtyp Tests durchgeführt, um 
seine Detektierbarkeit aus Bodenproben zu testen. Auch bei diesem Stamm war die 
vorhandene Resistenz (Streptomycin) nicht ausreichend, um den Stamm aus Bodenproben 
zu detektieren, weil viele Bodenbakterien natürlicherweise gegen Streptomycin resistent 
sind. Das einzige Antibiotikum, das wirksam das Bakterienwachstum aus Bodeneluaten 
inhibierte, war Rifampicin. Diese Resistenz kam für E. meliloti 2011 nicht in Frage, da schon 
der verwendete A. brasilense Sp7 mit dieser Resistenz versehen worden war. Dr. 
Selbitschka aus Bielefeld stellte daraufhin das E. meliloti 2011-Derivat „L33“ zur Verfügung, 
das mit einer Biolumineszenzmarkierung versehen ist. Diese Markierung erschien für die 
Detektion optimal, da sie einen schnellen und unkomplizierten optischen Nachweis 
ermöglicht. 
Zunächst wurde der Stamm auf seine Eigenschaften hin überprüft. Im Eckhardt-Gel zeigte 
E. meliloti L33 reproduzierbar die Megaplasmidbanden des Wildtyps 2011. In Vorversuchen 
nodulierte der Stamm Luzernepflanzen auf Schrägagar, in sterilem Vermiculit und in 
unsterilem Boden. In allen Fällen war im Acetylen-Reduktionstest eine Nitrogenaseaktivität 
messbar, was bedeutet, dass der L33 funktionsfähige Knöllchen bildete. Die Detektion 
funktionierte nicht so zuverlässig wie erwartet. So konnte der Stamm nur bei 40% der 
untersuchten Wurzelknöllchen aus den sterilen Schrägagaransätzen nachgewiesen werden, 
weil E. meliloti L33 sich nach Ausplattieren der Knöllchensuspensionen auf LB-Agar mit 
Streptomycin aus ungeklärten Ursachen zum Teil nicht kultivieren lies. Von 12 ausplattierten 
Knöllchensuspensionen der sterilen Vermiculitansätze wuchs sogar überhaupt keine Kultur 
an. Weitere Untersuchungen zeigten, dass E. meliloti L33 tatsächlich nur aus 49% der 
infizierten Knöllchen nach Ausplattieren kultivierbar war. Deshalb wurden verschiedene 
Tests durchgeführt, um die Detektion aus Knöllchen zu verbessern. Direkte 
Biolumineszenzmessung aus sterilisierten Knöllchen, Anlegen eines Vakuums (10 Min) und 
zusätzliches Zerquetschen der Knöllchen erbrachten nur maximal 2,4% richtig positive 
Ergebnisse. Eine direkte PCR aus sterilisierten Knöllchen mit luc-spezifischen Primern ergab 
20% richtig positive Ergebnisse. Verschiedene Vorbehandlungen der Knöllchen vor dem 
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Einsetzen in die PCR verbesserten das Ergebnis nicht. Eine PCR aus L33-Kolonien ergab 
90% richtig positive Ergebnisse, hatte aber wie die Biolumineszenzmessung eine 
Kultivierung des E. meliloti L33 aus Knöllchen zur Voraussetzung. Eine optimale 
Nachweismethode wurde nicht gefunden.  
Um eine möglichst genaue Detektion des Stammes aus der Rhizosphäre zu erzielen, wurden 
Wachstumstests mit verschiedenen Medien, Fungiziden und Salzkonzentrationen 
durchgeführt. Es zeigte sich, dass E. meliloti L33 auf LB, TY und DNB wächst. Der Stamm ist 
resistent gegenüber bis zu 800 µg/ml Streptomycin, 500 mM NaCl und den Fungiziden 
Cycloheximid (100 µg/ml) und Kresoximmethyl (0,16 µg/ml), die aber beide keine große 
Wirkung auf das Wachstum der Bodenpilze auf den Detektionsplatten hatten. Am besten 
wurde das Fremdwachstum durch die Kombination aus DNB-Agar mit Streptomycin, NaCl 
und Kresoxim-methyl gehemmt, was daher zur Detektion des L33 aus der Rhizosphäre der 
Versuchspflanzen verwendet wurde. 
 
C.2 Charakterisierung der verwendeten Böden 
Die physikalisch/chemischen Eigenschaften der Böden wurden in dieser Arbeit nicht 
bestimmt, da entsprechende Daten jüngeren Datums vorhanden waren. Sie sind Kapitel B.3 
zu entnehmen.  
 
C.2.1 Bestimmung der Anionen- und Metallgehalte der Böden 
Zur Charakterisierung der verwendeten Böden wurden deren Gehalte an Anionen und 
Metallen analysiert (Tab. 15 und 16). Da die Böden vor den Versuchen zur Auflockerung mit 
Vermiculit vermischt wurden, wurden die Anionen aus diesen Mischungen bestimmt. Als 
Vergleich wurden die Anionengehalte des reinen Vermiculits gemessen. 
Tabelle 15: Anionengehalte der verwendeten Böden 
Anion 
Ackerboden 
[mg/kg TS] 
belasteter Boden 
[mg/kg TS] 
Vermiculit 
[mg/kg TS] 
Fluorid n.d. n.d. n.d. 
Chlorid 147,80 ± 34,55 ≤ BG (9,77 ± 2,36) 78,13 ± 90,03 
Nitrit n.d. n.d. 1,09 ± 0,01 
Bromid n.d. n.d. n.d. 
Nitrat 21,56 ± 7,76 31,22 ± 6,97 ≤ BG (5,43 ± 3,75) 
Phosphat n.d. 83,97 ± 6,21 3,45 ± 4,87 
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Anion 
Ackerboden 
[mg/kg TS] 
belasteter Boden 
[mg/kg TS] 
Vermiculit 
[mg/kg TS] 
Sulfat 68,89 ± 15,65 32209,20 ± 4659,89 217,13 ± 10,77 
n.d. = nicht detektiert, < Nachweisgrenze 
BG = Bestimmungsgrenze; 1 mg/kg TS für Fluorid, Bromid, Phosphat und Nitrit, 10 mg/kg TS für Nitrat      
Sulfat und Chlorid 
 
Fluorid und Bromid konnten weder in den beiden Böden, noch in Vermiculit detektiert 
werden. Die Gehalte dieser Ionen waren also in allen drei Fällen < 1 mg/kg TS. Nitrit war 
ebenfalls in keinem der beiden Böden detektierbar; in Vermiculit lag der Nitritgehalt nur 
knapp über der Bestimmungsgrenze. Der Chloridgehalt war mit 148 mg/kg TS im 
Ackerboden deutlich größer als im belasteten Boden mit 10 mg /kg TS. Letzterer liegt knapp 
unter der Bestimmungsgrenze und ist daher mit Vorbehalt zu betrachten. Im Gegensatz zum 
Chlorid waren die Gehalte an Nitrat, Phosphat und Sulfat im belasteten Boden höher als im 
Ackerboden, wobei der Unterschied zwischen den beiden Böden beim Nitratgehalt nur 
gering war. Deutlicher war der Unterschied beim Phosphatgehalt: im Ackerboden lag die 
Phosphatkonzentration unterhalb der Nachweisgrenze, im belasteten Boden fanden sich 84 
mg/kg TS. Am deutlichsten war die Differenz beim Sulfat. Während der Ackerboden 69 
mg/kg TS Sulfat enthielt, hatte der belastete Boden einen Sulfatgehalt von 32209 mg/kg TS, 
was eine Differenz von drei Zehnerpotenzen bedeutet. 
Neben den Anionen wurden per ICP-MS die Metallgehalte der Böden ermittelt. Als Vergleich 
wurden die Vorsorgewerte des Bundesbodenschutzgesetzes herangezogen bzw. die 
Prüfwerte für Ackerbauflächen und Nutzgärten beim Wirkungspfad Boden-Nutzpflanze in den 
Fällen, wo kein Vorsorgewert existierte. Für die meisten hier analysierten Metalle steht weder 
ein Vorsorge- noch ein Prüfwert zur Verfügung, so dass über die Höhe der Belastung der 
Böden mit diesen Metallen keine konkrete Aussage getroffen werden kann. In Tabelle 16 
sind die Metalle zusammengefasst, für die ein Vergleichswert existiert, der bei mindestens 
einem der analysierten Böden überschritten wird. Demnach ist der belastete Boden mit 
Arsen, Blei, Cadmium, Chrom, Kupfer, Thallium und Zink kontaminiert. Im Ackerboden ist der 
Chromgehalt mit 111 mg/kg TS ebenfalls deutlich höher als der Vorsorgewert (60 mg/kg TS) 
und übertrifft sogar den Chromgehalt des belasteten Bodens, der 88 mg/kg TS beträgt. 
Ebenso liegt der Thalliumgehalt in beiden Böden über dem Prüfwert von 0,1 mg/kg TS, 
wobei die Belastung des Ackerbodens mit 0,18 mg /kg TS nur gering ist. 
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Tabelle 16: Metalle, deren Gehalt in mindestens einem der verwendeten Böden den Vorsorge- 
bzw. Prüfwert des Bundesbodenschutzgesetzes überschreitet 
Element 
Ackerboden           
[mg/kg TS] 
belasteter Boden         
[mg/kg TS] 
Vorsorgewert / Prüfwert 
[mg/kg TS] 
Arsen 9,72 ± 6,42 377,71 ± 28,15 200** 
Blei 15,77 ± 1,77 919,88 ± 132,21 70* 
Cadmium 0,16 ± 0,02 13,66 ± 0,19 1* 
Chrom 110,91 ± 58,96 87,93 ± 38,10 60* 
Kupfer 13,73 ± 1,05 101,43 ± 1,77 40* 
Thallium 0,18 ± 0,11 6,23 ± 2,88 0,1** 
Zink 49,94 ± 2,07 530,40 ± 1,69 150* 
* Vorsorgewert BBodSchG für Bodenart Lehm/Schluff 
** Wirkungspfad Boden - Nutzpflanze; Prüfwert Ackerbauflächen + Nutzgärten 
grau unterlegt = Vorsorgewert/Prüfwert ist überschritten 
 
Die Konzentrationen der Metalle, für die kein Vergleichswert vorhanden ist, sollen hier nicht 
näher betrachtet werden, sind aber Tabelle 46 im Anhang entnehmbar. Die Konzentrationen 
dieser Metalle waren in den beiden Böden zwar deutlich unterschiedlich, lagen aber mit 
Ausnahme des Kalziumgehaltes, der im belasteten Boden um eine Zehnerpotenz höher war, 
in derselben Größenordnung. 
 
C.2.2 Auswirkung von Bepflanzung und Zeit auf den Metallgehalt des 
belasteten Bodens 
Im Hinblick auf die Auswirkungen des belasteten Bodens auf das Wachstum der 
Versuchspflanzen war es interessant, ob sich der Metallgehalt des belasteten Bodens mit 
der Zeit oder durch Bewuchs mit Luzerne und/ oder Birke ändert. Um dies herauszufinden 
wurden je vier Pflanztöpfe mit belastetem Boden mit Birke, Luzerne und beiden Pflanzen 
gemeinsam bepflanzt. Als Kontrolle dienten vier unbepflanzte aber identisch behandelte 
Töpfe. Vor Versuchsbeginn und nach Versuchsende wurden Proben genommen und per 
ICP-MS die Metallgehalte des Bodens bestimmt. Die Proben wurden auf 29 Metalle hin 
untersucht (Tab. 47 im Anhang). Die Ergebnisse der verschiedenen Ansätze (unbepflanzt, 
Birke, Birke und Luzerne) unterschieden sich sowohl untereinander kaum, als auch von den 
Proben von vor Versuchsbeginn. Die Metallgehalte des Bodens waren nach dem Versuch z. 
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T. geringer, z. T. aber auch größer als vor Versuchsbeginn. Bei den meisten Metallen war 
weder die Vorher-Nachher-Differenz, noch die Differenz zwischen den verschiedenen 
Ansätzen statistisch signifikant. Bei den wenigen statistisch signifikanten Differenzen waren 
z. T. die Ausgangsgehalte größer, z. T. waren aber auch die Metallgehalte nach 
Versuchsende größer als vor Versuchsbeginn.  
 
C.2.3 Vorkommen endogener Rhizobien und Wachstumsfähigkeit 
verschiedener Leguminosen im Schwermetall belasteten Boden 
Der belastete Boden enthält verschiedene Metalle in z. T. hohen Konzentrationen. Es 
handelt sich nicht um einen natürlich gewachsenen Boden und auf der Halde, von der dieser 
Boden stammt, wachsen keine Leguminosen. Daher stellte sich zum einen die Frage, ob der 
Boden endogene Rhizobien enthält und falls ja, welche Pflanzen von ihnen noduliert werden. 
Zum anderen war es wichtig herauszufinden, ob das Wachstum verschiedener Leguminosen 
in diesem Boden beeinträchtigt ist und wie stark diese Beeinträchtigung ausfällt. 
Um diese Fragen zu beantworten wurden verschiedene Leguminosen in dem belasteten 
Boden angezogen, Wachstum und Gesundheitszustand beobachtet und untersucht, ob die 
Pflanzen Wurzelknöllchen bildeten. Die Durchführung ist Kapitel B.3.7 zu entnehmen. 
Tabelle 17 zeigt die Ergebnisse. 
Tabelle 17: Ergebnisse der Kultivierung verschiedener Leguminosen im belasteten Boden und 
in einem Referenzboden (50% Ackerboden, 50% Blumenerde) 
Pflanze belasteter Boden Referenzboden 
 Anzahl Pflanzen 
Größe, 
Zustand 
nodulierte 
Pflanzen 
[%] 
Anzahl 
Pflanzen 
Größe, 
Zustand 
nodulierte 
Pflanzen 
[%] 
Buschbohne 
„Saxa“ 3 
5 – 17 cm, 
krank 0 4 
20 – 30 cm, 
gesund 75 
Puffbohne 6 ~ 50 cm, gesund 0 0 - - 
Markerbse 
„Lancet“ 8 
16 – 35 cm, 
gesund 62,5 6 
25 – 55 cm, 
gesund 83,3 
Markerbse 
„Kelvedon“ 16 
15 – 26 cm, 
+/- gesund 75 14 
30 – 42 cm, 
gesund 100 
Palerbse 
„Reinperle“ 0 - - 2 
~16 cm, 
ungesund 0 
rauhaarige 
Wicke 11 
10 – 18 cm, 
ungesund 0 23 
30 – 52 cm, 
gesund 100 
Luzerne   
„Du Puits“ 2 
3 & 5 cm, 
krank 0 6 
13 – 26 cm, 
gesund 66,7 
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Pflanze belasteter Boden Referenzboden 
 Anzahl Pflanzen 
Größe, 
Zustand 
nodulierte 
Pflanzen 
[%] 
Anzahl 
Pflanzen 
Größe, 
Zustand 
nodulierte 
Pflanzen 
[%] 
Luzerne 35 4 – 5 cm, ungesund 0 25 
12 – 26 cm, 
gesund 100 
 
Mit Ausnahme der Puffbohne waren alle getesteten Leguminosen im belasteten Boden 
deutlich schlechter gewachsen als im Referenzboden. Die Pflanzen waren kleiner als die 
entsprechenden Pflanzen im Referenzboden, hatten zum Großteil vergilbte oder fast gar 
keine Blätter und zeigten ein extrem verkümmertes Erscheinungsbild. Abbildung 4 zeigt 
exemplarisch die Buschbohne „Saxa“, um einen Eindruck vom schlechten Wachstum der 
Pflanzen im belasteten Boden zu vermitteln. Die Puffbohne gedieh im Gegensatz dazu im 
belasteten Boden hervorragend, während im Referenzboden bei Versuchsende sämtliche 
Exemplare tot waren.  
Die im belasteten Boden gewachsenen Bohnen, Wicken und Luzernepflanzen waren 
ausnahmslos frei von Wurzelknöllchen. Von den beiden gewachsenen Erbsensorten war 
jeweils über die Hälfte der Pflanzen noduliert und die Pflanzen wirkten relativ gesund. Im 
Referenzboden wies mit Ausnahme der Palerbse „Reinperle“, die nicht noduliert war, von 
jeder gewachsenen Leguminosenart die Mehrzahl der Pflanzen Wurzelknöllchen auf.  
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Abbildung 4: Buschbohne "Saxa" nach 8 Wochen Wachstum im belasteten Boden (oben) und 
in einem Referenzboden aus 50% Ackerboden und 50% Blumenerde (unten) 
 
C.3 Effekte der Inokulation auf die Testpflanzen 
C.3.1 Effekte der Inokulation auf Luzerne 
Mit Hilfe mehrerer Versuchsreihen wurde untersucht, wie sich die Inokulation mit E. meliloti 
L33, A. brasilense Sp7 und die Koinokulation mit beiden Stämmen auf das Wachstum von 
Luzernepflanzen in den verschiedenen Böden auswirkt. In jedem Boden wurde eine 
6wöchige Versuchsreihe durchgeführt. Die Versuchsreihen bestanden jeweils aus folgenden 
Chargen: 
1. Luzerne + E. meliloti L33 
2. Luzerne + A. brasilense Sp7 rifR 
3. Luzerne + E. meliloti L33 + A. brasilense Sp7 rifR 
4. Luzerne ohne Inokulation (Kontrolle) 
5. E. meliloti L33 + A. brasilense Sp7 rifR ohne Luzerne 
ERGEBNISSE 
 50
 
C.3.1.1 Effekte der Inokulation auf Luzerne in verschiedenen Böden 
Im belasteten Boden wuchsen die Luzernepflanzen nur sehr schlecht, was sich in 
Sprosslängen, Blattzahlen und Trockengewichten widerspiegelte. Eine Inokulation änderte 
daran nur wenig. Die Pflanzen waren durchweg sehr klein, hatten nur wenige Blätter, die z. 
T. gelb oder sogar tot waren und wirkten insgesamt kränklich. Auffällig waren die im 
Verhältnis zum Spross sehr langen Wurzeln. In Abb. 5 ist exemplarisch eine der 
koinokulierten, im belasteten Boden gewachsenen Luzernepflanzen gezeigt. 
 
Abbildung 5: Luzernepflanze (Charge 3, Koinokulation) nach 6 Wochen Wachstum im 
belasteten Boden 
Ein Wurzelknöllchen ist mit Pfeil markiert. 
 
Im Ackerboden wuchsen die Luzernepflanzen gut, waren groß und kräftig und machten 
optisch einen gesunden Eindruck. Im Verhältnis zu den Sprossen wirkten die Wurzelwerke 
der Luzernepflanzen in diesem Boden eher klein. Abb. 6 zeigt exemplarisch eine unbeimpfte, 
im Ackerboden gewachsene Luzernepflanze. 
 
Abbildung 6: Luzernepflanze (Charge 4, unbeimpfte Kontrolle) nach 6 Wochen Wachstum im 
Ackerboden 
 
Im Bodengemisch zeigten die Luzernepflanzen ebenfalls gutes Wachstum und wirkten 
gesund. Die Wurzelsysteme waren im Vergleich zu den Sprossen weniger gut ausgebildet 
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als im belasteten Boden, aber besser als im Ackerboden. Abbildung 7 zeigt exemplarisch 
eine mit E. meliloti L33 inokulierte Luzernepflanze nach 6 Wochen Wachstum im 
Bodengemisch.  
 
 
Abbildung 7: Luzernepflanze (Charge 1, E. meliloti L33) nach 6 Wochen Wachstum im Boden-
gemisch  
oben: Sprosssystem, unten: Wurzelsystem derselben Pflanze; ein Wurzelknöllchen ist mit Pfeil 
markiert 
 
Sprosslängen der Luzernepflanzen 
Die Sprosse der Luzernepflanzen waren im Bodengemisch am längsten (35,6 cm bei der 
Kontrolle bis 43,8 cm bei Charge 2) und im belasteten Boden mit Abstand am kürzesten 
(zwischen 2,65 cm (Kontrolle) und 3,8 cm (Sp7)). Die Ergebnisse sind in Tabelle 18 gezeigt. 
In Acker- und belastetem Boden hatte je die Inokulation mit A. brasilense Sp7 den größten 
Effekt (+43% bzw. +75%), während E. meliloti L33 die geringste Wirkung zeigte. In beiden 
Böden war Charge 2 (Sp7) gegenüber der Kontrolle statistisch signifikant unterschiedlich, im 
Ackerboden auch Charge 3 (Koinokulation). Im Bodengemisch waren die Effekte von 
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E. meliloti L33 und A. brasilense Sp7 gleich groß (+23%) und die Unterschiede zwischen den 
Chargen waren nicht signifikant. 
E. meliloti L33 erbrachte die beste Wirkung im Bodengemisch und die schlechteste im 
belasteten Boden. A. brasilense Sp7 und die Koinokulation bewirkten im Ackerboden 
größere Effekte als in den anderen Böden. A. brasilense Sp7 zeigte die geringste Wirkung im 
Bodengemisch, die Koinokulation hatte in Bodenmischung und belastetem Boden eine 
ähnliche Wirkung. 
Tabelle 18: Sprosslänge der Luzerne nach 6 Wochen Wachstum in Abhängigkeit von 
Inokulation und Boden 
Charge belasteter Boden Ackerboden Bodengemisch 
 Mittelwert [cm] 
Differenz zur 
Kontrolle [%] 
Mittelwert 
[cm] 
Differenz zur 
Kontrolle [%] 
Mittelwert 
[cm] 
Differenz zur 
Kontrolle [%] 
1 (L33) 
2,75a 
± 1,14 
+3,8 
29,69a  
± 11,21 
+13,5 
43,94  
± 10,59  
+23,4 
2 (Sp7) 
3,80a,b 
± 0,82 
+43,4 
45,80a,b  
± 12,18 
+75,0 
43,80  
± 8,72 
+23,0 
3 (Koinokulation) 
3,25 
 ± 0,63 
+22,6 
41,89c  
± 10,89 
+60,1 
43,60  
± 6,27 
+22,5 
4 (Kontrolle) 
2,65b 
± 0,47 
k. A. 
26,17b,c  
± 11,77 
k. A. 
35,60  
± 11,78 
k. A. 
k. A. = keine Angabe 
Statistisch signifikante Unterschiede zwischen den Inokulationschargen innerhalb einer Versuchsreihe 
(eine Tabellenspalte) sind durch Buchstaben angegeben. 
 
Bei Betrachtung der Unterschiede zwischen den Böden innerhalb einer Inokulation waren bei 
allen Inokulationschargen die Unterschiede zwischen dem belasteten Boden und den beiden 
anderen Böden signifikant, die Unterschiede zwischen Ackerboden und Bodenmischung 
waren aber nur bei der unbeimpften Kontrolle sowie bei der Inokulation mit L33 signifikant 
(Abb. 8). 
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Abbildung 8: Sprosslänge der Luzerne nach 6 Wochen Wachstum in Abhängigkeit von 
Inokulation und Boden 
Statistisch signifikante Unterschiede zwischen den drei Böden innerhalb einer Inokulation sind durch 
Buchstaben angegeben. 
 
Blattanzahl der Luzernepflanzen 
Die Ergebnisse der Sprosslängen spiegeln sich in den Blattzahlen pro Pflanze wider. Auch 
diese waren am größten im Bodengemisch mit 35,6 bis 46,1 Blättern pro Pflanze und am 
kleinsten im belasteten Boden, wo die Pflanzen nur durchschnittlich 3,2 bis 4,3 Blätter 
aufwiesen (Tab. 19). Den stärksten positiven Effekt hatte im belasteten Boden und im 
Bodengemisch die Inokulation mit A. brasilense Sp7 (+19% bzw. +30%), im Ackerboden 
zeigte die Koinokulation den größten Effekt (+182%). Die Unterschiede zwischen den 
Inokulationschargen waren im belasteten Boden und der Bodenmischung weder gegenüber 
der Kontrolle noch untereinander statistisch signifikant. Im Ackerboden war nur Charge 3 
(Koinokulation) statistisch signifikant unterschiedlich gegenüber der Kontrolle. 
Jede Inokulation wirkte im Ackerboden stärker positiv auf die Blattanzahl als im 
Bodengemisch und hatte im belasteten Boden den geringsten Effekt. 
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Tabelle 19: Blattanzahl der Luzerne nach 6 Wochen Wachstum in Abhängigkeit von Inokulation 
und Boden 
Charge belasteter Boden Ackerboden Bodengemisch 
 Mittelwert [cm] 
Differenz zur 
Kontrolle [%] 
Mittelwert 
[cm] 
Differenz zur 
Kontrolle [%] 
Mittelwert 
[cm] 
Differenz zur 
Kontrolle [%] 
1 (L33) 
3,20 ± 
1,40 -11,1 
22,57 ± 
12,74 +86,4 
41,70 ± 
20,19 +17,1 
2 (Sp7) 
4,30 ± 
1,25 +19,4 
23,20 ± 
13,00 +91,6 
46,10 ± 
8,16   +29,5 
3 (Koinokulation) 
4,20 ± 
1,32 +16,7 
34,11a ± 
15,76 +181,7 
45,50 ± 
13,16 +27,8 
4 (Kontrolle) 
3,60 ± 
1,43 k. A. 
12,11a ± 
6,25 k. A. 
35,60 ± 
12,65 k. A. 
k. A. = keine Angabe 
Statistisch signifikante Unterschiede zwischen den Inokulationschargen innerhalb einer Versuchsreihe 
(eine Tabellenspalte) sind durch Buchstaben angegeben. 
 
Die Unterschiede zwischen den Böden innerhalb einer Inokulation waren bei allen 
Inokulationsvarianten zwischen allen drei Böden signifikant (Abb. 9). 
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Abbildung 9: Blattanzahl der Luzerne nach 6 Wochen Wachstum in Abhängigkeit von 
Inokulation und Boden 
Statistisch signifikante Unterschiede zwischen den drei Böden innerhalb einer Inokulation sind durch 
Buchstaben angegeben. 
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Wurzelknöllchen und Nitrogenaseaktivität 
Im belasteten Boden wiesen nur die Pflanzen der Chargen 1 (L33) und 3 (Koinokulation), die 
mit E. meliloti L33 inokuliert waren, Wurzelknöllchen auf. Die Luzernepflanzen der übrigen 
Chargen hatten ausnahmslos keine Knöllchen. Sämtliche Knöllchen der Luzernepflanzen 
aus dem belasteten Boden waren sehr klein, rund und weiß (Abb. 10 rechts). 
In Ackerboden und Bodengemisch waren die Pflanzen aller Chargen noduliert, wobei jeweils 
die Koinokulation den stärksten positiven Effekt hatte (+479% bzw. +42%) Die 
Wurzelknöllchen waren stäbchenförmig, rosa gefärbt, 1-3 mm lang und relativ gleichmäßig 
über die Wurzeln der Luzernepflanzen verteilt (Abb. 10 links). Ausnahmen mit nur kleinen, 
weißen und runden Knöllchen bildeten drei Pflanzen der Versuchsreihe im Ackerboden aus 
Charge 2 (Sp7) und eine Pflanze derselben Versuchsreihe aus Charge 4 (Kontrolle). 
 
Abbildung 10: links: Wurzelknöllchen einer Luzernepflanze (Charge 2, A. brasilense Sp7) nach 
6 Wochen Wachstum im Ackerboden; rechts: Wurzelknöllchen einer Luzernepflanze (Charge 1, 
E. meliloti L33) nach 6 Wochen Wachstum im belasteten Boden 
 
Die mit E. meliloti L33 inokulierten Luzernepflanzen hatten im belasteten Boden im Mittel 3,4 
Knöllchen, die koinokulierten Luzernepflanzen 2,7 (Tab. 20). Die Differenz zwischen diesen 
beiden Chargen war nicht signifikant, wohl aber die Differenz zwischen diesen Chargen und 
den nicht nodulierten Chargen 2 (Sp7) und 4 (Kontrolle).  
Im Ackerboden lag die Knöllchenanzahl der Luzernepflanzen im Mittel zwischen 2,0 (L33) 
und 23,9 (Koinokulation), wobei auffällig war, dass die mit E. meliloti L33 beimpften Pflanzen 
die wenigsten Knöllchen hatten (Tab. 20). Statistisch signifikant unterschiedlich gegenüber 
der Kontrolle war nur Charge 3 (Koinokulation).  
Im Bodengemisch variierte die Anzahl der Wurzelknöllchen zwischen 35,3 (Kontrolle) und 
52,9 (Sp7), wobei die Unterschiede nicht signifikant waren (Tab. 20). Insgesamt hatten die 
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Pflanzen im Bodengemisch bei allen Inokulationsvarianten mehr Knöllchen als die Pflanzen 
in den anderen Böden. 
E. meliloti L33 hatte im Bodengemisch den besten Effekt, die beiden anderen 
Inokulationsvarianten bewirkten im Ackerboden die stärkste Nodulationsförderung. 
Tabelle 20: Anzahl der Wurzelknöllchen der Luzernepflanzen nach 6 Wochen Wachstum in 
Abhängigkeit von Inokulation und Boden 
Charge belasteter Boden Ackerboden Bodengemisch 
 Mittelwert Differenz zur Kontrolle [%] Mittelwert 
Differenz zur 
Kontrolle [%] Mittelwert 
Differenz zur 
Kontrolle [%] 
1 (L33) 
3,40a,b ± 
1,90 k. A.  
2,00a ± 
1,29 -51,5 
41,10 ± 
21,05 +16,4 
2 (Sp7) 
0,00a,c ± 
0,00 k. A. 
7,70b ± 
4,76 +86,7 
52,90 ± 
40,11 +49,9 
3 (Koinokulation) 
2,70c,d ± 
1,34 k. A. 
23,88a,b,c ± 
7,55 +478,8 
45,70± 
26,39 +29,46 
4 (Kontrolle) 
0,00b,d ± 
0,00 k. A. 
4,13c ± 
2,17 k. A. 
35,30 ± 
32,31 k. A. 
k. A. = keine Angabe 
Statistisch signifikante Unterschiede zwischen den Inokulationschargen innerhalb einer Versuchsreihe 
(eine Tabellenspalte) sind durch Buchstaben angegeben. 
 
Innerhalb einer Inokulation waren bei allen Inokulationsvarianten die Unterschiede zwischen 
der Bodenmischung und den beiden anderen Böden signifikant, bei der Koinokulation auch 
der Unterschied zwischen belastetem Boden und Ackerboden (Abb. 11). 
ERGEBNISSE 
 57
0
10
20
30
40
50
60
70
80
L33 Sp7 Koinokulation Kontrolle
Inokulation
K
nö
llc
he
na
nz
ah
l
belasteter Boden
Ackerboden
Bodenmischung
a b
a,b
d
c
c,d
e,g
f,g
e,f
h
i
h,i
 
Abbildung 11: Anzahl der Wurzelknöllchen der Luzernepflanzen nach 6 Wochen Wachstum in 
Abhängigkeit von Inokulation und Boden 
Statistisch signifikante Unterschiede zwischen den drei Böden innerhalb einer Inokulation sind durch 
Buchstaben angegeben. 
Abbildung 12 stellt übersichtlich dar, wie groß der Anteil nodulierter Luzernepflanzen einer 
Inokulationscharge in den verschiedenen Böden war. Auffällig ist, dass im belasteten Boden 
nur die Luzernepflanzen noduliert waren, die mit E. meliloti L33 inokuliert waren. In den 
anderen Böden waren mit Ausnahme der mit L33 inokulierten Pflanzen im Ackerboden, von 
denen knapp 90% noduliert waren, alle Luzernepflanzen noduliert. 
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Abbildung 12: Anteil nodulierter Luzernepflanzen in Abhängigkeit von Inokulation und Boden  
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Bei den im belasteten Boden gewachsenen Luzernepflanzen wurde keine 
Nitrogenaseaktivität detektiert (Abb. 13).  
Im Ackerboden konnte bei Charge 2 (Sp7) und 3 (Koinokulation) bei deutlich mehr Pflanzen 
eine N2-Fixierung nachgewiesen werden als bei Charge 1 (L33) und 4 (Kontrolle). Die 
relativen Ethen-Peakflächen waren am kleinsten bei Charge 1 (262) und am größten bei 
Charge 3 (89376). Gegenüber der Kontrolle war nur Charge 3 signifikant unterschiedlich.  
Im Bodengemisch konnte in den Chargen 1 (L33) und 3 (Koinokulation) bei je 100% der 
Pflanzen eine Nitrogenaseaktivität nachgewiesen werden, in Charge 2 (Sp7) bei 90% und in 
Charge 4 (Kontrolle) bei 70% der Pflanzen (Abb. 13). Die relativen Ethen-Peakflächen lagen 
bei 52025 (Sp7) bis 64420 (Kontrolle). Die Unterschiede waren statistisch nicht signifikant. 
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Abbildung 13: Anteil der jeweils 10 Luzernepflanzen einer Inokulationscharge mit messbarer 
Nitrogenaseaktivität in Abhängigkeit von Inokulation und Boden 
 
Trockengewichte der Luzernesprosse 
Wie die Sprosslängen waren auch die Trockengewichte (TG) der Sprosse am kleinsten im 
belasteten Boden (4,0 mg bis 10,8 mg) und am größten im Bodengemisch (395,7 mg bis 
632,1 mg, Tab. 21). 
Auf die Sprosstrockengewichte hatten die Inokulationsvarianten in den verschiedenen Böden 
sehr unterschiedliche Effekte: Während im belasteten Boden alle Inokulationen negative 
Auswirkungen auf die TG der Luzernsprosse hatten, bewirkten sie in Ackerboden und 
Bodengemisch einen positiven Effekt, der im Ackerboden bei der Koinokulation am größten 
war (+207%) und im Bodengemisch bei der Inokulation mit A. brasilense Sp7 (+60%). 
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Signifikant unterschiedlich gegenüber der Kontrolle war im belasteten Boden nur Charge 1 
(L33, -63%). Im Ackerboden waren Charge 3 (Koinokulation) und Charge 2 (Sp7) mit 207%  
bzw. 135% Zuwachs signifikant unterschiedlich gegenüber der Kontrolle. Im Bodengemisch 
war ebenfalls Charge 2 (Sp7) signifikant unterschiedlich gegenüber der Kontrolle. 
Alle Inokulationsvarianten wirkten im Ackerboden stärker positiv auf die TG der Sprosse als 
in den anderen Böden. 
Tabelle 21: Sprosstrockengewichte der Luzerne nach 6 Wochen Wachstum in Abhängigkeit 
von Inokulation und Boden 
Charge belasteter Boden Ackerboden Bodengemisch 
 Mittelwert [mg] 
Differenz zur 
Kontrolle [%] 
Mittelwert 
[mg] 
Differenz zur 
Kontrolle [%] 
Mittelwert 
[mg] 
Differenz zur 
Kontrolle [%] 
1 (L33) 
4,0a ± 
0,23 -63,0 
134,1a ± 
111,0 +33,8 
495,2 ± 
254,7 +25,2 
2 (Sp7) 6,8 ± 2,4 -36,9 
235,3 ± 
128,8 +134,7 
632,1a ± 
187,4 +59,8 
3 (Koinokulation) 7,2 ± 2,9 -33,4 
307,4a,b ± 
125,8 +206,6 
561,5 ± 
116,6 +41,9 
4 (Kontrolle) 
10,8a ± 
5,0 k. A. 
100,3b ± 
96,5 k. A. 
395,7a ± 
157,2 k. A. 
k. A. = keine Angabe 
Statistisch signifikante Unterschiede zwischen den Inokulationschargen innerhalb einer Versuchsreihe 
(eine Tabellenspalte) sind durch Buchstaben angegeben. 
 
Innerhalb einer Inokulation waren bei allen Inokulationsvarianten die Unterschiede zwischen 
der Bodenmischung und den beiden anderen Böden signifikant, bei der Koinokulation und 
der Inokulation mit A. brasilense Sp7 auch der Unterschied zwischen belastetem Boden und 
Ackerboden (Abb. 14). 
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Abbildung 14: Sprosstrockengewichte der Luzerne nach 6 Wochen Wachstum in Abhängigkeit 
von Inokulation und Boden 
Statistisch signifikante Unterschiede zwischen den drei Böden innerhalb einer Inokulation sind durch 
Buchstaben angegeben. 
 
Trockengewichte der Luzernewurzeln 
Die Wurzeltrockengewichte waren wie die der Sprosse am kleinsten im belasteten Boden 
(3,0 mg bei Charge 3 bis 6,2 mg bei Charge 2) und am größten im Bodengemisch (137,4 mg 
bei der Kontrolle bis 303,6 mg bei den mit A. brasilense Sp7 beimpften Pflanzen, Tab. 22). 
Im belasteten Boden und im Bodengemisch waren die Unterschiede zwischen den 
verschiedenen Chargen nicht signifikant. Im Ackerboden waren Charge 3 (Koinokulation) 
und Charge 2 (Sp7) signifikant unterschiedlich gegenüber der Kontrolle. 
Die stärksten positiven Effekte hatte im belasteten Boden und im Bodengemisch die 
Inokulation mit A. brasilense Sp7 (+56% bzw. +120%), im Ackerboden die Koinokulation 
(+1035%). Jede Inokulation wirkte im Ackerboden stärker positiv auf die Wurzel-TG als in 
den anderen Böden. 
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Tabelle 22: Wurzeltrockengewichte der Luzerne nach 6 Wochen Wachstum in Abhängigkeit von 
Inokulation und Boden 
Charge belasteter Boden Ackerboden Bodengemisch 
 Mittelwert [mg] 
Differenz zur 
Kontrolle [%] 
Mittelwert 
[mg] 
Differenz zur 
Kontrolle [%] 
Mittelwert 
[mg] 
Differenz zur 
Kontrolle [%] 
1 (L33) 6,0 ± 3,3 +49,7 
15,0b ±  
4,0 +108,9 
230,0 ± 
186,1 +67,3 
2 (Sp7) 6,2 ± 2,8 +56,1 
49,4c ± 
48,8  +586,8 
303,6 ± 
215,9 +120,9 
3 (Koinokulation) 3,0 ± 1,7 -25,6 
81,6a,b ± 
28,6  +1034,8 
302,6 ± 
155,7 +120,2 
4 (Kontrolle) 4,0 ± 3,1 k. A. 
7,2a,c ± 
5,4 k. A. 
 137,4 ± 
100,6  k. A. 
k. A. = keine Angabe 
Statistisch signifikante Unterschiede zwischen den Inokulationschargen innerhalb einer Versuchsreihe 
(eine Tabellenspalte) sind durch Buchstaben angegeben. 
 
Bei Betrachtung der Unterschiede zwischen den Böden innerhalb einer Inokulation waren bei 
allen Inokulationschargen die Unterschiede zwischen dem Bodengemisch und den beiden 
anderen Böden signifikant, der Ackerboden und der belastete Boden untereinander jedoch 
nicht (Abb. 15). 
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Abbildung 15: Wurzeltrockengewichte der Luzerne nach 6 Wochen Wachstum in Abhängigkeit 
von Inokulation und Boden 
Statistisch signifikante Unterschiede zwischen den drei Böden innerhalb einer Inokulation sind durch 
Buchstaben angegeben. 
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C/N – Verhältnisse der Luzernesprosse 
Die C/N-Verhältnisse der Luzernesprosse waren im belasteten Boden mit Werten zwischen 
10,8 (L33) und 11,8 (Kontrolle) etwas enger als im Bodengemisch mit Werten zwischen 12,1 
(Kontrolle) und 14,7 (Sp7, Tab. 23). Am weitesten waren sie im Ackerboden mit 13,1 (L33)  
bis 15,3 (Koinokulation). Insgesamt unterschieden sich die Werte aber weder in den 
verschiedenen Böden deutlich von einander, noch innerhalb eines Bodens durch die 
unterschiedlichen Inokulationsvarianten. Die Unterschiede zwischen den verschiedenen 
Chargen waren weder im belasteten Boden noch im Ackerboden statistisch signifikant. Im 
Bodengemisch waren Charge 2 (Sp7) und Charge 3 (Koinokulation) gegenüber der Kontrolle 
signifikant unterschiedlich. 
Alle drei Inokulationsvarianten bewirkten im Bodengemisch eine stärkere Änderung des C/N-
Verhältnisses als in den beiden Einzelböden. 
Tabelle 23: C/N-Verhältnisse der Luzernesprosse nach 6 Wochen Wachstum in Abhängigkeit 
von Inokulation und Boden 
Charge belasteter Boden Ackerboden Bodengemisch 
 Mittelwert  Differenz zur Kontrolle [%] Mittelwert 
Differenz zur 
Kontrolle [%] Mittelwert  
Differenz zur 
Kontrolle [%] 
1 (L33) 
10,84 ± 
0,07 -7,8 
13,13 ± 
0,66  -4,0 
13,05 ± 
1,89  +7,9 
2 (Sp7) 
11,51 ± 
1,32 -2,2 
14,87 ± 
2,38   +8,7 
14,65a ± 
1,65 +21,1 
3 (Koinokulation) 
11,13 ± 
1,17 -5,4 
15,32 ± 
1,56   +12,0 
14,58b ± 
2,55 +20,6 
4 (Kontrolle) 
11,77 ± 
2,28 k. A. 
13,68 ± 
1,62  k. A. 
12,09a,b ± 
2,13 k. A. 
k. A. = keine Angabe 
Statistisch signifikante Unterschiede zwischen den Inokulationschargen innerhalb einer Versuchsreihe 
(eine Tabellenspalte) sind durch Buchstaben angegeben. 
 
Innerhalb einer Inokulation waren nur bei den Beimpfungen mit A. brasilsene Sp7 und der 
Koinokulation die Unterschiede zwischen dem belasteten Boden und beiden anderen Böden 
signifikant (Abb. 16). 
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Abbildung 16: C/N-Verhältnisse der Luzernesprosse nach 6 Wochen Wachstum in Abhängig-
keit von Inokulation und Boden 
Statistisch signifikante Unterschiede zwischen den drei Böden innerhalb einer Inokulation sind durch 
Buchstaben angegeben. 
 
C/N – Verhältnisse der Luzernewurzeln 
Die C/N-Verhältnisse der Luzernewurzeln waren jeweils etwas weiter als die der 
Luzernesprosse (Tab. 24). Im Gegensatz zu den C/N-Verhältnissen der Luzernesprosse 
waren bei den Wurzeln die der Pflanzen aus dem Bodengemisch am engsten (12,4 bei der 
Kontrolle bis 15,5 bei Charge 2) und die aus dem belasteten Boden am weitesten (15,3 bei 
Charge 2 bis 21,8 bei Charge 1). Statistisch signifikant unterschiedlich gegenüber der 
Kontrolle waren im belasteten Boden Charge 1 (L33) und Charge 3 (Koinokulation), im 
Bodengemisch Charge 2 (Sp7) und 3 (Koinokulation). Im Ackerboden gab es keine 
statistisch signifikanten Unterschiede zwischen den verschiedenen Chargen. 
E. meliloti L33 hatte im belasteten Boden die größte Auswirkung auf die C/N-Verhältnisse, 
während die Koinokulation und die Inokulation mit A. brasilense Sp7 im Bodengemisch die 
stärkste Wirkung zeigten. 
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Tabelle 24: C/N-Verhältnisse der Luzernewurzeln nach 6 Wochen Wachstum in Abhängigkeit 
von Inokulation und Boden 
Charge belasteter Boden Ackerboden Bodengemisch 
 Mittelwert  Differenz zur Kontrolle [%] Mittelwert 
Differenz zur 
Kontrolle [%] Mittelwert  
Differenz zur 
Kontrolle [%] 
1 (L33) 
21,83a,b,c ± 
0,66 +41,8 
19,08 ± 
1,94  +17,9 
14,02 ± 
1,29  +12,8 
2 (Sp7) 
15,31a,d ± 
1,05 -0,5 
16,84 ± 
3,00 +4,1 
15,46a ± 
1,66 +24,4 
3 (Koinokulation) 
18,05c,d,e ± 
2,31 +17,3 
19,14 ± 
2,39 +18,3 
15,38b ± 
2,00 +23,7 
4 (Kontrolle) 
15,39b,e ± 
1,93 k. A. 
16,18 ± 
1,59 k. A. 
12,43a,b ± 
2,97 k. A. 
k. A. = keine Angabe 
Statistisch signifikante Unterschiede zwischen den Inokulationschargen innerhalb einer Versuchsreihe 
(eine Tabellenspalte) sind durch Buchstaben angegeben. 
Innerhalb einer Inokulation waren bei der Koinokulation und der Kontrolle die Unterschiede 
zwischen der Bodenmischung und beiden anderen Böden signifikant (Abb. 17). Bei der 
Inokulation mit E. meliloti L33 unterschieden sich alle drei Böden signifikant von einander, 
während bei der Inokulation mit A. brasilense Sp7 keine signifikanten Unterschiede zwischen 
den Böden auftraten. 
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Abbildung 17: C/N-Verhältnisse der Luzernewurzeln nach 6 Wochen Wachstum in Abhängigkeit 
von Inokulation und Boden 
Statistisch signifikante Unterschiede zwischen den drei Böden innerhalb einer Inokulation sind durch 
Buchstaben angegeben. 
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Zusammenfassung 
Keine der Inokulationsvarianten hatte einen deutlichen positiven Einfluss auf das Wachstum 
der Luzernepflanzen in dem Schwermetall belasteten Boden. Die Inokulation mit 
A. brasilense Sp7 hatte als einzige einen statistisch signifikanten Effekt auf die Sprosslänge 
der Luzerne, aber auch diese Pflanzen waren mit durchschnittlich 3,8 cm extrem klein. Die 
Inokulation mit E. meliloti L33 und die Koinokulation hatten beide einen statistisch 
signifikanten Effekt sowohl auf die Nodulation, als auch auf das C/N-Verhältnis der Wurzeln, 
beeinflussten aber weder die N2-Fixierung, noch Wachstum oder Trockengewichte der 
Pflanzen. Zur besseren Übersicht sind die Effekte der verschiedenen Beimpfungen auf die 
untersuchten Parameter der Luzerne in Tab. 25 zusammengefasst. 
Tabelle 25: Zusammenfassung der Effekte der verschiedenen Inokulationsvarianten auf 
Luzernepflanzen im belasteten Boden nach 6 Wochen Versuchsdauer 
Parameter statistisch 
signifikante Effekte  
E. meliloti L33 
statistisch 
signifikante Effekte 
A. brasilense Sp7 
statistisch 
signifikante Effekte 
Koinokulation 
Sprosslänge - + (positiv) - 
Blattanzahl - - - 
Nodulation + (positiv) - + (positiv) 
N2 - Fixierung - - - 
TG der Sprosse + (negativ) - - 
TG der Wurzeln - - - 
C/N der Sprosse - - - 
C/N der Wurzeln + (weiter) - + (weiter) 
+ = Effekt im Vergleich zur unbeimpften Kontrolle 
-  = kein Effekt im Vergleich zur unbeimpften Kontrolle 
 
Im Ackerboden hatte die Koinokulation den größten Effekt auf die Entwicklung der 
Luzernepflanzen, während die Inokulation mit E. meliloti L33 den geringsten – nämlich 
keinen signifikanten – Effekt hatte (Tab. 26). Durch die Koinokulation waren Luzernegröße, 
Blattanzahl, Nodulation, N2-Fixierung und die TG der Luzernesprosse und -wurzeln positiv 
beeinflusst. Die Beimpfung mit A. brasilense Sp7 hatte einen positiven Einfluss auf die 
Luzernegröße und das TG der Luzernewurzeln.  
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Tabelle 26: Zusammenfassung der Effekte der verschiedenen Inokulationsvarianten auf 
Luzernepflanzen im Ackerboden nach 6 Wochen Versuchsdauer 
Parameter statistisch 
signifikante Effekte  
E. meliloti L33 
statistisch 
signifikante Effekte 
A. brasilense Sp7 
statistisch 
signifikante Effekte   
Koinokulation 
Sprosslänge - + (positiv) + (positiv) 
Blattanzahl - - + (positiv) 
Nodulation - - + (positiv) 
N2 – Fixierung - - + (positiv) 
TG der Sprosse - + (positiv) + (positiv) 
TG der Wurzeln - + (positiv) + (positiv) 
C/N der Sprosse - - - 
C/N der Wurzeln - - - 
+ = Effekt im Vergleich zur unbeimpften Kontrolle 
-  = kein Effekt im Vergleich zur unbeimpften Kontrolle 
Im Bodengemisch hatte E. meliloti L33 keinerlei Wirkung auf das Wachstum der 
Luzernepflanzen. Die Koinokulation bewirkte eine Weitung der C/N-Verhältnisse und die 
Inokulation mit A. brasilense Sp7 hatte zusätzlich einen positiven Effekt auf die TG der 
Sprosse. Tabelle 27 fasst die Effekte der verschiedenen Beimpfungen auf die untersuchten 
Parameter der Luzerne im Bodengemisch zusammen. 
Tabelle 27: Zusammenfassung der Effekte der verschiedenen Inokulationsvarianten auf 
Luzernepflanzen im Bodengemisch nach 6 Wochen Versuchsdauer 
Parameter 
statistisch 
signifikante Effekte  
E. meliloti L33 
statistisch 
signifikante Effekte 
A. brasilense Sp7 
statistisch 
signifikante Effekte 
Koinokulation 
Sprosslänge - - - 
Blattanzahl - - - 
Nodulation - - - 
N2 - Fixierung - - - 
TG der Sprosse - + (positiv) - 
TG der Wurzeln - - - 
C/N der Sprosse - + (weiter) + (weiter) 
C/N der Wurzeln - + (weiter) + (weiter) 
+ = Effekt im Vergleich zur unbeimpften Kontrolle 
-  = kein Effekt im Vergleich zur unbeimpften Kontrolle 
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C.3.1.2 Effekte der Inokulation auf Luzerne im Ackerboden nach 6 bzw. 13 Wochen 
Im Ackerboden wurden zwei Versuchsreihen durchgeführt, deren Dauer 6 und 13 Wochen 
betrug, um herauszufinden, ob sich der Einfluss der Inokulation auf das Wachstum der 
Luzernepflanzen mit der Zeit ändert und falls ja ob er zu- oder abnimmt. Die Luzernepflanzen 
wuchsen gut, waren nach beiden Versuchsreihen groß und kräftig und machten optisch 
einen gesunden Eindruck. Auf Seite 50 ist ein Bild einer Luzernepflanze nach 6 Wochen 
Wachstum im Ackerboden zu finden. 
Nach 13 Wochen Versuchsdauer waren die Pflanzen durchschnittlich noch etwa 20 cm 
größer als nach 6 Wochen. Viele hatten Blüten und einige auch Hülsen. Die Sprosse hatten 
sich bei den meisten Pflanzen verzweigt und die Wurzelsysteme waren sehr kräftig und stark 
entwickelt. Abb. 18 zeigt als Beispiel eine unbeimpfte Luzernepflanze nach 13 Wochen 
Wachstum im Ackerboden. 
 
Abbildung 18: Luzerne (unbeimpfte Kontrolle) nach 13 Wochen Wachstum im Ackerboden 
Links: Sprosssystem mit Blüten, rechts Wurzelsystem mit Wurzelknöllchen 
 
Sprosslänge der Luzernepflanzen 
Nach 6 Wochen Wachstum im Ackerboden waren die mit A. brasilense Sp7 beimpften 
Luzernepflanzen am größten (+75%).und die unbeimpften Kontrollpflanzen am kleinsten 
(Tab. 28).  
Nach 13 Wochen Wachstum hatten die mit E. meliloti L33 beimpften Luzernepflanzen die 
kürzesten Sprosse und die mit A. brasilense Sp7 inokulierten die längsten. Die Sprosse der 
ERGEBNISSE 
 68
mit E. meliloti L33 inokulierten Pflanzen waren demnach 20% kürzer als die der unbeimpften 
Kontrollpflanzen und die mit Sp7 beimpften knapp 2% länger (Tab. 28). Statistisch 
signifikante Unterschiede zwischen den Chargen einer Versuchsreihe sind in Tabelle 28 
gezeigt. 
Tabelle 28: Sprosslängen der Luzernepflanzen nach 6 bzw. 13 Wochen Wachstum im 
Ackerboden 
Charge 6 Wochen 13 Wochen 
 Mittelwert [cm] 
Differenz zur 
Kontrolle [%] Mittelwert [cm] 
Differenz zur 
Kontrolle [%] 
1 (L33) 29,69a ± 11,21 +13,5 52,56 ± 16,79 -20,4 
2 (Sp7) 45,80a,b  ± 12,18 +75,0 67,17 ± 8,98 +1,7 
3 
(Koinokulation) 41,89
c ± 10,89 +60,1 58,44 ± 13,73 -11,5 
4 (Kontrolle) 26,17b,c ± 11,77 k. A. 66,05 ± 9,66 k. A. 
k. A. = keine Angabe 
Statistisch signifikante Unterschiede zwischen den Inokulationschargen innerhalb einer Versuchsreihe 
(eine Tabellenspalte) sind durch Buchstaben angegeben. 
 
Wurzelknöllchen und Nitrogenaseaktivität 
Die Wurzelknöllchen waren sowohl nach 6 als auch nach 13 Wochen Versuchsdauer mit 
wenigen Ausnahmen stäbchenförmig, rosa gefärbt, 1-3 mm lang und relativ gleichmäßig 
über die Wurzeln der Luzernepflanzen verteilt. Auf Seite 55 ist exemplarisch ein 
Wurzelabschnitt mit Knöllchen einer Luzerne aus der 6wöchigen Versuchsreihe gezeigt, die 
mit A. brasilense Sp7 inokulierten war. 
Nach 6 Wochen waren die koinokulierten Pflanzen am stärksten noduliert. 
Interessanterweise hatten die mit E. meliloti L33 beimpften Pflanzen die wenigsten Knöllchen 
(Tab. 29). Nach 13 Wochen hatten die Luzernepflanzen der Chargen 1 (L33), 2 (Sp7) und 4 
(Kontrolle) mehr Knöllchen als nach 6 Wochen, die koinokulierten Pflanzen dagegen hatten 
weniger Knöllchen. Die meisten Knöllchen wiesen nach 13 Wochen die nicht inokulierten 
Kontrollpflanzen auf. Signifikante Unterschiede zwischen den Inokulationschargen innerhalb 
einer Versuchsreihe sind Tabelle 29 zu entnehmen.  
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Tabelle 29: Wurzelknöllchen der Luzernepflanzen nach 6 bzw. 13 Wochen Wachstum im 
Ackerboden 
Charge 6 Wochen 13 Wochen 
 Mittelwert  Differenz zur Kontrolle [%] Mittelwert 
Differenz zur 
Kontrolle [%] 
1 (L33) 2,00a ± 1,29 -51,5 11,22 ± 7,61 -25,68 
2 (Sp7) 7,70b ± 4,76 +86,7 14,67 ± 7,37 -2,87 
3 (Koinokulation) 23,88a,b,c ± 7,55 +478,8 9,88 ± 7,16 -34,60 
4 (Kontrolle) 4,13c ± 2,17 k. A. 15,10 ± 5,26 k. A. 
k. A. = keine Angabe 
 
Der Anteil nodulierter Pflanzen war nach 13 Wochen bei Charge 1 (L33) größer als nach 6 
Wochen (100% bzw. 87,5%), bei Charge 3 (Koinokulation) kleiner als nach 6 Wochen 
(87,5% bzw. 100%) und bei den restlichen Chargen genau so groß wie nach 6 Wochen 
(100%, Abb. 19). Die Anzahl an Pflanzen mit messbarer Nitrogenaseaktivität war bei Charge 
1 (L33) und 2 (Sp7) nach 13 Wochen größer als nach 6 Wochen, bei der Kontrolle 
unverändert und bei Charge 3 reduziert. Die relativen Ethen-Peakflächen waren nach 6 
Wochen am kleinsten bei Charge 1 (262) und am größten bei Charge 3 (89376), während 
nach 13 Wochen die N2-Fixierung am geringsten war bei Charge 3 (relative Peakfläche 
Ethen: 812) und am stärksten bei der unbeimpften Kontrolle (relative Peakfläche: 4569). In 
beiden Versuchsreihen unterschied sich nur die Fixierung von Charge 3 (Koinokulation) 
signifikant von der Kontrolle. 
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Abbildung 19: prozentuale Anzahl an Luzernepflanzen mit Wurzelknöllchen und messbarer N2-
Fixierung im Ackerboden in Abhängigkeit von der Inokulation 
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Trockengewichte der Luzernesprosse und -wurzeln 
Das geringste TG der Sprosse hatten nach 6 Wochen die unbeimpften Luzernepflanzen, das 
größte TG hatten die koinokulierten Pflanzen (+207% im Vergleich zur Kontrolle, Tab. 30). 
Nach 13 Wochen war das TG der Luzernesprosse am geringsten bei Charge 1 (L33, -43% 
im Vergleich zur Kontrolle) und am höchsten bei Charge 2 (Sp7, +45% gegenüber der 
Kontrolle). Demnach förderte nach 6 Wochen die Koinokulation das TG der Sprosse am 
besten, während nach 13 Wochen A. brasilense Sp7 die beste Wirkung erzielte. Signifikante 
Unterschiede zwischen den Inokulationschargen einer Versuchsreihe in Tabelle 30 
dargestellt.  
Tabelle 30: Trockengewichte der Luzernesprosse nach 6 bzw. 13 Wochen Wachstum im 
Ackerboden 
Charge 6 Wochen 13 Wochen 
 Mittelwert [mg] 
Differenz zur 
Kontrolle [%] Mittelwert [mg] 
Differenz zur 
Kontrolle [%] 
1 (L33) 134,1a ± 111,0  +33,75 1178,3a ± 826,8 -43,19 
2 (Sp7) 235,3 ± 128,8 +134,67 3012,4a,b ± 1088,2 +45,23 
3 (Koinokulation) 307,4a,b ± 125,8 +206,57 1433,6b ± 659,1 -30,88 
4 (Kontrolle) 100,3b ± 96,5 k. A. 2074,2 ± 733,2 k. A. 
k. A. = keine Angabe 
 
Die TG der Luzernewurzeln waren nach 6 Wochen wie die TG der Sprosse am kleinsten bei 
den unbeimpften Kontrollpflanzen und am größten bei den koinokulierten Pflanzen. Die 
Koinokulation erbrachte mit 1035% Zuwachs gegenüber der Kontrolle den stärksten 
positiven Effekt auf die Wurzeltrockengewichte (Tab. 31).  
Im Gegensatz dazu war das TG der Luzernewurzeln nach 13 Wochen bei Charge 3 
(Koinokulation) am geringsten (-42%). Den stärksten Zuwachs bewirkte die Inokulation mit  
A. brasilense Sp7 (+119%). Signifikante Unterschiede zwischen den Inokulationschargen 
einer Versuchsreihe sind in Tab. 31  gezeigt. 
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Tabelle 31: Trockengewichte der Luzernewurzeln nach 6 bzw. 13 Wochen Wachstum im 
Ackerboden 
Charge 6 Wochen 13 Wochen 
 Mittelwert [mg] Differenz zur Kontrolle [%] Mittelwert [mg] 
Differenz zur 
Kontrolle [%] 
1 (L33) 15,0b ±  4,0 +108,9 841,7a ± 841,3 -40,8 
2 (Sp7) 49,4c ± 48,8  +586,8 3114,3a,b,c ± 720,1 +119,2 
3 (Koinokulation) 81,6a,b ± 28,6  +1034,8 823,7b ± 609,4 -42,1 
4 (Kontrolle) 7,2a,c ± 5,4 k. A. 1420,9c ± 667,1 k. A. 
k. A. = keine Angabe 
 
C/N – Verhältnis der Luzernesprosse und -wurzeln 
Auf die C/N-Verhältnisse der Luzernesprosse hatte nach 6 Wochen die Koinokulation den 
größten Einfluss, während die Inokulation mit E. meliloti L33 den geringsten Effekt hatte 
(Tab. 32).  
Nach 13 Wochen hatte dagegen A. brasilense Sp7 den größten Einfluss und die 
Koinokulation den geringsten Effekt. Insgesamt waren die C/N-Verhältnisse nach 13 Wochen 
mit Werten zwischen 17,6 und 27,0 deutlich weiter als nach 6 Wochen mit Werten zwischen 
13,1 und 15,3. Statistisch signifikante Unterschiede zwischen den Inokulationschargen einer 
Versuchsreihe sind Tabelle 32 zu entnehmen. 
Tabelle 32: C/N – Verhältnisse der Luzernesprosse nach 6 bzw. 13 Wochen Wachstum im 
Ackerboden 
Charge 
C/N – Verhältnisse Luzernesprosse 
6 Wochen 
C/N – Verhältnisse Luzernesprosse 
13 Wochen 
 Mittelwert 
Differenz zur Kontrolle 
[%] Mittelwert 
Differenz zur 
Kontrolle [%] 
1 (L33) 13,13 ± 0,66  -4,0 17,64a,c ± 2,44     -19,3 
2 (Sp7) 14,87 ± 2,38   +8,7 27,04b,c,d ± 3,52  +23,7  
3 (Koinokulation) 15,32 ± 1,56   +12,0 20,86d ± 4,20 -4,6  
4 (Kontrolle) 13,68 ± 1,62  k. A. 21,87a,b ± 3,62 k.  A. 
k. A. = keine Angabe 
 
Die C/N-Verhältnisse der Luzernewurzeln waren nach 6 Wochen mit Werten zwischen 16,2 
und 19,1 weiter als die der Sprosse, wobei die Koinokulation wieder den stärksten Effekt 
hatte (Tab. 33). Nach 13 Wochen waren die C/N-Verhältnisse wie bei den Sprossen weiter 
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als nach 6 Wochen. Den stärksten Effekt hatte hier die Inokulation mit E. meliloti L33. Die 
Unterschiede zwischen den Inokulationschargen waren weder nach 6 noch nach 13 Wochen 
signifikant. 
Tabelle 33: C/N – Verhältnisse der Luzernewurzeln nach 6 bzw. 13 Wochen Wachstum im 
Ackerboden 
Charge 
C/N – Verhältnisse Luzernewurzeln 
6 Wochen 
C/N – Verhältnisse Luzernewurzeln 
13 Wochen 
 Mittelwert Differenz zur Kontrolle [%] Mittelwert Differenz zur Kontrolle [%]
1 (L33) 19,08 ± 1,94  +17,9 20,03 ± 3,17 -9,8 
2 (Sp7) 16,84 ± 3,00 +4,1 23,03 ± 2,32 +3,7 
3 (Koinokulation) 19,14 ± 2,39 +18,3 23,19 ± 2,16 +4,4 
4 (Kontrolle) 16,18 ± 1,59 k. A. 22,21 ± 2,24 k. A. 
k. A. = keine Angabe 
 
Zusammenfassung 
Die Inokulation mit E. meliloti L33 hatte weder nach 6, noch nach 13 Wochen einen 
nennenswerten Einfluss auf das Luzernewachstum. Einzig eine Verengung des C/N-
Verhältnisses der Luzernesprosse wurde nach 13 Wochen durch diesen Stamm bewirkt 
(Tab. 34). 
A. brasilense Sp7 erzielte bessere Effekte, allerdings war dessen positive Wirkung auf 
Sprosslänge und TG der Sprosse, die sich nach 6 Wochen zeigte, nach 13 Wochen nicht 
mehr vorhanden. Das TG der Luzernewurzeln beeinflusste der Stamm aber sowohl nach 6, 
als auch nach 13 Wochen positiv. 
Die Koinokulation hatte nach 6 Wochen den besten Effekt von den drei Inokulationsvarianten 
und wirkte sich positiv auf Sprosslänge, Blattanzahl, Nodulation, Stickstofffixierung und TG 
aus. Nach 13 Wochen dagegen war überhaupt keine Wirkung der Koinokulation mehr 
erkennbar. 
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Tabelle 34: Zusammenfassung der Effekte der verschiedenen Inokulationsvarianten auf 
Luzernepflanzen im Ackerboden 
Parameter statistisch signifikante 
Effekte E. meliloti L33 
statistisch signifikante 
Effekte A. brasilense 
Sp7 
statistisch signifikante 
Effekte   Koinokulation 
6 Wochen 13 Wochen 6 Wochen 13 Wochen 6 Wochen 13 Wochen 
Sprosslänge - - + (positiv) - + (positiv) - 
Blattanzahl - k.A. - k.A. + (positiv) k.A. 
Nodulation - - - - + (positiv) - 
N2 – Fixierung - - - - + (positiv) - 
TG der Sprosse - - + (positiv) - + (positiv) - 
TG der Wurzeln - - + (positiv) + (positiv) + (positiv) - 
C/N der Sprosse - + (enger) - + (weiter) - - 
C/N der Wurzeln - - - - - - 
+ = Effekt im Vergleich zur unbeimpften Kontrolle 
-  = kein Effekt im Vergleich zur unbeimpften Kontrolle 
k.A. = keine Angabe 
 
C.3.1.3 Vergleich der optimal gewachsenen Luzernepflanzen mit den Luzernepflanzen 
der Inokulationsversuche 
Um die Ergebnisse der Inokulationsversuche besser einordnen zu können, sollte der 
„Optimalzustand“ von Luzernepflanzen nach 6 bzw. 13 Wochen Wachstum ermittelt und 
später mit den Ergebnissen der entsprechenden Versuchsreihe verglichen werden. Dazu 
wurden Luzernepflanzen unter verschiedenen Nährstoffbedingungen kultiviert. Der Versuch 
umfasste drei verschiedene Ansätze mit je 20 Parallelen, von denen 10 nach 6wöchiger 
Versuchsdauer ausgewertet wurden und 10 nach 13 Wochen Versuchsdauer.  
Der Vergleich der erhaltenen Ergebnisse zeigte größtenteils nur geringe Unterschiede 
zwischen den verschiedenen Ansätzen (Tab. 35). Nach 6 Wochen hatten die Pflanzen von 
Ansatz 1 (Luzerne in Einheitserde Typ VM, keine Düngung) signifikant mehr Blätter als die 
Pflanzen der beiden anderen Ansätze (Luzerne in Ackerboden, 2x wöchentlich Düngung mit 
60 ml NOD-Medium + 0,17 g/l KNO3 bzw. + 0,5 g/l KNO3) und nach 13 Wochen waren die 
TG der Wurzeln bei Ansatz 1 signifikant größer. Alle anderen betrachteten Parameter 
unterschieden sich zwischen den verschiedenen Ansätzen nicht signifikant. 
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Tabelle 35: Bestimmung der optimalen Wachstumsbedingungen von Luzernepflanzen 
Versuchsdauer Parameter Ansatz 1* Ansatz 2* Ansatz 3* 
6 Wochen 
Sprosslänge [cm] 53,75 ± 8,41 58,30 ± 9,62 52,80 ± 2,34 
Blattanzahl 79,80 ± 26,27a,b 54,18 ± 18,06a 58,20 ± 14,52b 
TG Sprosse [mg] 1124 ± 332 882 ± 307 848 ± 240 
TG Wurzeln [mg] 766 ± 337a,b 128 ± 52 a 157 ± 58 b 
13 Wochen 
Sprosslänge [cm] 62,56 ± 13,17 68,50 ± 9,66 70,00 ± 9,93 
TG Sprosse [mg] 5787 ± 1492 4514 ± 1186 4793 ± 1125 
TG Wurzeln [mg] 6843 ± 1887a,b 3450 ± 1265a 3845 ± 1035b 
Statistisch signifikante Unterschiede zwischen den drei Ansätzen sind durch Buchstaben angegeben.   
* Ansatz 1: Luzerne in Einheitserde Typ VM, Düngung: keine; Ansatz 2: Luzerne in Ackerboden, 
Düngung: 2x wöchentlich 60 ml NOD-Medium + 0,17 g/l KNO3; Ansatz 3: Luzerne in Ackerboden, 
Düngung: 2x wöchentlich 60 ml NOD-Medium + 0,5 g/l KNO3 
 
Als Vergleich für die Ergebnisse aus den Inokulationsversuchen im Ackerboden wurde 
Ansatz 3 ausgewählt. Ansatz 1 war wegen des verwendeten Bodens nicht direkt mit den 
Ergebnissen der Inokulationsversuche vergleichbar und Ansatz 2 und 3 unterschieden sich 
nur unwesentlich in ihren Ergebnissen. Der Vergleich zwischen den „optimal“ gewachsenen 
Luzernepflanzen aus Ansatz 3 und den Pflanzen der Inokulationsversuche ergab bei allen 
betrachteten Parametern relativ einheitliche Ergebnisse: Nach 6 Wochen Versuchsdauer 
zeigten bezüglich Blattanzahl und TG der Sprosse und Wurzeln sämtliche Chargen der 
Inokulationsversuche signifikant schlechtere Werte als die „optimal“ gewachsenen 
Luzernepflanzen aus Ansatz 3. Die Sprosslänge war ebenfalls bei allen Chargen der 
Inokulationsversuche geringer als bei den „optimal“ gewachsenen Luzernepflanzen, aber nur 
bei Charge 1 (E. meliloti L33) und 4 (Kontrolle) signifikant geringer. Nach 13 Wochen war 
das Ergebnis dem entsprechend: In allen Fällen waren die Werte der Pflanzen aus den 
Inokulationsversuchen geringer als die der „optimal“ gewachsenen Luzernepflanzen. Die 
Luzernegröße betreffend war der Unterschied nur bei Charge 1 (E. meliloti L33) signifikant, 
alle anderen Parameter betreffend war dies bei allen Chargen der Fall. Die Ergebnisse sind 
in Tabelle 36 zusammengefasst. 
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Tabelle 36: Signifikante Wachstumsunterschiede zwischen den Luzernepflanzen der 
Inokulationsversuche und den Luzernepflanzen aus Ansatz 3 des Tests auf optimale 
Wachstumsbedingungen 
Versuchsdauer Parameter 
Inokulationscharge der Inokulationsversuche        
mit signifikant geringeren Werten vs. Ansatz 3 
6 Wochen 
Sprosslänge 
1 (E. meliloti L33) 
4 (Kontrolle) 
Blattanzahl 
1 (E. meliloti L33) 
2 (A. brasilense Sp7) 
3 (Koinokulation) 
4 (Kontrolle) 
TG Sprosse 
1 (E. meliloti L33) 
2 (A. brasilense Sp7) 
3 (Koinokulation) 
4 (Kontrolle) 
TG Wurzeln 
1 (E. meliloti L33) 
2 (A. brasilense Sp7) 
3 (Koinokulation) 
4 (Kontrolle) 
13 Wochen 
Sprosslänge 1 (E. meliloti L33) 
TG Sprosse 
1 (E. meliloti L33) 
2 (A. brasilense Sp7) 
3 (Koinokulation) 
4 (Kontrolle) 
TG Wurzeln 
1 (E. meliloti L33) 
3 (Koinokulation) 
4 (Kontrolle) 
 
C.3.2 Effekte der Inokulation auf Birke 
In je einer 6- und einer 13wöchigen Versuchsreihe im Ackerboden wurde untersucht, ob die 
Inokulation mit E. meliloti L33 und A. brasilense Sp7 nicht nur auf die Leguminose Luzerne, 
sondern auch auf eine Holzpflanze als Nicht-Wirtspflanze des Rhizobiums positive Effekte 
haben. Es wurde die Birke ausgewählt, da sie verglichen mit anderen Bäumen relativ schnell 
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wächst und zur natürlichen Vegetation der Rhenania-Halde gehört, von der der belastete 
Boden stammte. Da die Birken wegen ihres langsamen Wachstums und einer hohen 
Keimlingssterblichkeit nicht als Keimlinge in die Versuche eingesetzt werden konnten, 
sondern vorher einige Wochen bis zu einer gewissen Größe angezogen werden mussten, 
wurden sie jeweils sowohl vor Versuchsbeginn, als auch nach Beendigung der Versuche 
vermessen, fotographiert und eventuelle Auffälligkeiten vermerkt. Die Versuchsreihen 
bestanden aus folgenden Chargen: 
1. Birke + Luzerne + E. meliloti L33 
2. Birke + Luzerne + A. brasilense Sp7 rifR 
3. Birke + Luzerne + E. meliloti L33 + A. brasilense Sp7 rifR 
4. Birke + Luzerne ohne Inokulation (Kontrolle) 
5. Birke + E. meliloti L33 + A. brasilense Sp7 rifR ohne Luzerne 
Die Birken wuchsen während dieser für eine Holzpflanze eher kurzen Versuchsdauer 
deutlich und wirkten insgesamt gesund, obwohl manche einzelne vergilbte Blätter, braune 
Flecken oder Ränder an manchen Blättern aufwiesen. Abbildung 20 zeigt exemplarisch eine 
Birke aus Charge 5 (Koinokulation ohne Luzerne) nach 13 Wochen Wachstum.  
 
Abbildung 20: Birke aus Charge 5 (Koinokulation ohne Luzerne) nach 13 Wochen Wachstum im 
Ackerboden 
 
Größenzuwachs der Birken 
Nach 6 Wochen zeigten die koinokulierten Birken mit 9,7 cm bzw. 46% Zuwachs prozentual 
das geringste Wachstum. Sie hatten 7% weniger Größenzuwachs als die unbeimpften 
Kontrollpflanzen, die durchschnittlich 10,4 cm an Größe gewannen. Das stärkste Wachstum 
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zeigten die Birken der Charge 5 (Koinokulation ohne Luzerne) mit 14,5 cm Zuwachs (39% 
mehr als die Kontrollpflanzen). Die Ergebnisse sind in Tabelle 37 gezeigt. Die Unterschiede 
zwischen den einzelnen Chargen waren nicht signifikant (Abb. 21). 
Tabelle 37: Größenzuwachs der Birken nach 6 bzw. 13 Wochen Wachstum im Ackerboden 
Charge Größenzuwachs 
6 Wochen 
Größenzuwachs 
13 Wochen 
 Mittelwert 
[cm] 
Differenz zur 
Kontrolle [%] 
Zuwachs 
[%]  
Mittelwert 
[cm] 
Differenz zur 
Kontrolle [%] 
Zuwachs 
[%] 
1 (L33) 13,31 ±  4,70 +27,5 
62,4 ± 
22,4 
17,72 ± 
3,97 +13,6 
109,0 ± 
32,1 
2 (Sp7) 8,55 ± 4,19  -18,1 
56,8 ± 
22,7 
16,25 ± 
1,84 +4,2 
119,9 ± 
44,4 
3 (Koinokulation) 9,69 ± 5,52 -7,2 
46,0 ± 
23,7 
18,44 ± 
4,36  +18,2 
84,9 ± 
19,9 
4 (Kontrolle) 10,44 ± 4,14 k. A. 
49,2 ± 
20,2 
15,60 ± 
4,78 k. A. 
72,9 ± 
22,1 
5 (Koinokulation 
ohne Luzerne) 
14,50 ± 
3,02 +38,9 
72,8 ± 
18,4 
19,15 ± 
4,85 +22,8 
92,4 ± 
28,7 
k. A. = keine Angabe 
 
Nach 13 Wochen war der prozentuale Größenzuwachs bei den unbeimpften Kontrollpflanzen 
am geringsten (Tab. 37). Sie waren im Mittel 15,6 cm bzw. 73% gewachsen. Das stärkste 
Wachstum war bei den Birken der Charge 2 (Sp7) zu verzeichnen, die einen prozentualen 
Zuwachs von 120% aufwiesen. Nur der Unterschied zwischen diesen beiden Chargen war 
signifikant (Abb. 21). 
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Abbildung 21: Größenzuwachs der Birken im Ackerboden nach 6 bzw. 13 Wochen 
Versuchsdauer in Abhängigkeit von der Inokulation 
Statistisch signifikante Unterschiede zwischen den Inokulationschargen innerhalb einer Versuchsreihe 
sind durch Buchstaben angegeben. 
 
Blattanzahl der Birken 
Nach 6 Wochen Versuchsdauer lag die Anzahl der Blätter pro Birke zwischen 25,1 bei 
Charge 2 (Sp7) und 41,3 bei Charge 1 (L33, Tab. 38). Damit hatten die mit E. meliloti L33 
inokulierten Birken 12% mehr Blätter als die unbeimpften Kontrollpflanzen, während die mit 
A. brasilense Sp7 inokulierten Birken 32% weniger Blätter hatten als die Kontrollpflanzen. 
Nach 13 Wochen lag mit 36,2 Blättern Charge 5 (Koinokulation ohne Luzerne) vorne mit 
62,3% Zuwachs gegenüber der Kontrolle, die mit nur 22,3 Blättern je Birke die geringste 
Blattanzahl zeigte. 
Tabelle 38: Blattanzahl der Birken nach 6 bzw. 13 Wochen Wachstum im Ackerboden 
Charge Blattanzahl Birken 6 Wochen Blattanzahl Birken 13 Wochen 
 Mittelwert Differenz zur Kontrolle [%] Mittelwert 
Differenz zur 
Kontrolle [%] 
1 (L33) 41,25 ± 14,43 +11,8 28,89 ± 15,65 +29,6 
2 (Sp7) 25,10 ± 16,21 -32,0 27,50± 16,00 +23,3 
3 (Koinokulation) 38,67 ± 20,15 +4,8 32,75± 16,18 +46,9 
4 (Kontrolle) 36,89 ± 7,79  k. A. 22,30± 6,58 k. A. 
5 (beide ohne Luzerne) 40,40 ± 9,61 +9,5 36,20± 10,04 +62,3 
k. A. = keine Angabe 
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Statistisch signifikante Unterschiede zwischen den Beimpfungschargen gab es weder nach 6 
noch nach 13 Wochen (Abb. 22). 
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Abbildung 22: Blattanzahl der Birken im Ackerboden nach 6 bzw. 13 Wochen Versuchsdauer in 
Abhängigkeit von der Inokulation 
 
Blattfläche pro Blatt 
Die Blattfläche pro Blatt war nach 6 Wochen mit 16,9 cm2 bei den unbeimpften Birken am 
geringsten und mit 20,0 cm2 bei den mit A. brasilense Sp7 inokulierten Birken am größten. 
Nach 13 Wochen Versuchsdauer hatten die mit A. brasilense Sp7 inokulierten Birken im 
Gegenzug mit 15,9 cm2 die geringste Blattfläche pro Blatt und die mit E. meliloti L33 
inokulierten Birken die größte (Tab. 39).  
Tabelle 39:  Blattfläche pro Blatt der Birken nach 6 bzw. 13 Wochen Wachstum im Ackerboden 
Charge Blattanzahl Birken 6 Wochen Blattanzahl Birken 13 Wochen 
 Mittelwert [cm2] 
Differenz zur 
Kontrolle [%] 
Mittelwert 
[cm2] 
Differenz zur 
Kontrolle [%] 
1 (L33) 16,97 ± 6,21 +0,6 20,77 ± 8,78 8,7 
2 (Sp7) 20,04 ± 5,88 +18,8 15,86 ± 5,85 -17,0 
3 (Koinokulation) 17,29 ± 5,28 +2,5 16,42 ± 2,96 -14,0 
4 (Kontrolle) 16,86 ± 4,17 k. A. 19,10 ± 3,79 k. A. 
5 (beide ohne Luzerne) 18,19 ± 2,12 +7,8 19,27 ± 6,21 +0,9 
k. A. = keine Angabe 
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Die Unterschiede zwischen den Inokulationsvarianten waren weder nach 6 noch nach 13 
Wochen statistisch signifikant. Eine graphische Darstellung der Ergebnisse zeigt Abb. 23. 
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Abbildung 23: Blattfläche pro Blatt der Birken im Ackerboden nach 6 bzw. 13 Wochen 
Versuchsdauer in Abhängigkeit von der Inokulation 
 
TG Spross pro TG Wurzel der Birken 
Das Verhältnis von Spross- zu Wurzeltrockengewicht war nach 6 Wochen am größten bei 
Charge 5 (1,0, d.h. 7% größer als bei der Kontrolle) und am kleinsten bei Charge 1 (0,9; 9% 
kleiner als bei der Kontrolle). Die Unterschiede waren nicht signifikant (Tab. 40).  
Tabelle 40: TG Spross/TG Wurzel der Birken nach 6 bzw. 13 Wochen Wachstum im Ackerboden 
Charge 
TG Spross/TG Wurzel  
6 Wochen 
TG Spross/TG Wurzel  
13 Wochen 
 Mittelwert Differenz zur Kontrolle [%] Mittelwert 
Differenz zur 
Kontrolle [%] 
1 (L33) 0,87 ± 0,15 -8,8 0,87 ± 0,21 +35,5 
2 (Sp7) 0,94 ± 0,38 -1,2 0,44 ± 0,20 -31,0 
3 (Koinokulation) 0,97 ± 0,18 +2,1 0,50 ± 0,12 -21,6 
4 (Kontrolle) 0,95 ± 0,24 k. A. 0,64 ± 0,11 k. A. 
5 (beide ohne Luzerne) 1,02 ± 0,37 +7,4 0,56 ± 0,14 -12,6 
k. A. = keine Angabe 
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Nach 13 Wochen Versuchsdauer betrug das Verhältnis von Spross- zu 
Wurzeltrockengewicht der Birken bei Charge 1 unverändert 0,9, was hier den höchsten Wert 
darstellte und 36% Differenz gegenüber der Kontrolle bedeutet. Das kleinste Verhältnis von 
Spross- zu Wurzeltrockengewicht zeigten die mit A. brasilense Sp7 inokulierten Birken mit 
0,4 (-31% gegenüber der Kontrolle). Der Unterschied von Charge 1 zu allen anderen 
Chargen war statistisch signifikant, diese untereinander jedoch nicht (Abb. 24). 
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Abbildung 24: TG Spross pro TG Wurzel der Birken im Ackerboden in Abhängigkeit von der 
Inokulation 
 
C/N – Verhältnis der Birkensprosse und -wurzeln 
Die C/N-Verhältnisse der Birkensprosse bewegten sich nach 6 Wochen Versuchsdauer 
zwischen 35,1 (Sp7), was eine Differenz zur unbeimpften Kontrolle von -34% bedeutet, und 
58,4 (L33), was einer Differenz von 10% entspricht (Tab. 41). Charge 2 (Sp7) war statistisch 
signifikant unterschiedlich gegenüber sämtlichen anderen Chargen; die anderen Chargen 
untereinander unterschieden sich nicht signifikant. Nach 13 Wochen Versuchsdauer hatten 
die Birkensprosse der Chargen 1 (L33) und 2 (Sp7) mit 91,4 die engsten C/N-Verhältnisse, 
11% weniger als die Kontrolle, die mit 102,8 das weiteste C/N-Verhältnis zeigte. Die 
Unterschiede waren nicht signifikant. 
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Tabelle 41: C/N – Verhältnisse der Birkensprosse nach 6 bzw. 13 Wochen Wachstum im 
Ackerboden 
Charge 
C/N – Verhältnisse Birkensprosse 
6 Wochen 
C/N – Verhältnisse Birkensprosse 
13 Wochen 
 Mittelwert 
Differenz zur 
Kontrolle [%] Mittelwert 
Differenz zur 
Kontrolle [%] 
1 (L33) 58,41 ± 6,94   +10,4 91,41 ± 14,96 -11,1 
2 (Sp7) 35,09 ± 10,57   -33,6 91,39 ± 19,06 -11,1 
3 (Koinokulation) 48,57 ± 8,50   -8,2    97,47 ± 15,84 -5,2 
4 (Kontrolle) 52,88 ± 7,11   k. A. 102,79 ± 9,61 k. A. 
5 (beide ohne Luzerne) 51,33 ± 9,30   -2,9 96,47 ± 9,72 -6,2 
k. A. = keine Angabe 
 
Das C/N-Verhältnis der Birkenwurzeln war nach 6 Wochen bei den mit A. brasilense Sp7 
inokulierten Birken am engsten (54,1) und das der mit E. meliloti L33 inokulierten am 
weitesten (91,1). Statistisch signifikant unterschiedlich gegenüber der Kontrolle waren 
Charge 2 (Sp7) und Charge 3 (Koinokulation). Außerdem gab es signifikante Unterschiede 
zwischen Charge 1 (L33) und 2, 5 (Koinokulation ohne Luzerne) und 2, 1 und 3, 5 und 3 
sowie 2 und 3 (Abb. 25). Nach 13 Wochen waren ebenfalls die C/N-Verhältnisse der mit 
A. brasilense Sp7 inokulierten Birken am engsten (77,6), am weitesten waren diesmal die 
C/N-Verhältnisse der Charge 5 (Koinokulation ohne Luzerne) mit 127,2. Signifikant 
unterschiedlich war Charge 2 gegenüber Charge 1, 3 und 5. 
Tabelle 42: C/N – Verhältnisse der Birkenwurzeln nach 6 bzw. 13 Wochen Wachstum im 
Ackerboden 
Charge 
C/N – Verhältnisse Birkenwurzeln 
6 Wochen 
C/N – Verhältnisse Birkenwurzeln 
13 Wochen 
 Mittelwert 
Differenz zur 
Kontrolle [%] Mittelwert 
Differenz zur 
Kontrolle [%] 
1 (L33) 91,06 ± 10,37 +10,0 126,74 ± 25,65 +20,4 
2 (Sp7) 54,24 ± 6,58 -34,5 77,60 ± 25,00 -26,3 
3 (Koinokulation) 64,39 ± 9,90 -22,2 112,50 ± 16,82 +6,9 
4 (Kontrolle) 82,80 ±11,95 k. A. 105,29 ± 11,74 k. A. 
5 (beide ohne Luzerne) 79,35 ± 10,66 -4,2 127,20 ± 24,68   +20,8 
k. A. = keine Angabe 
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Abbildung 25: C/N - Verhältnisse der Birkensprosse und -wurzeln im Ackerboden in 
Abhängigkeit von der Inokulation 
Statistisch signifikante Unterschiede zwischen den Inokulationschargen innerhalb einer Versuchsreihe 
sind durch Buchstaben angegeben. 
 
Zusammenfassung 
Die einzigen statistisch signifikanten Effekte auf die Birken nach 6 Wochen Versuchsdauer 
waren ein engeres C/N-Verhältnis der Birkensprosse und -wurzeln bei der Inokulation mit 
A. brasilense Sp7, sowie der Birkenwurzeln bei Koinokulation. Nach 13 Wochen hatte 
E. meliloti L33 einen statistisch signifikanten Effekt auf das C/N-Verhältnis der 
Luzernesprosse, den Größenzuwachs der Birken und das Verhältnis von Spross- zu 
Wurzeltrockengewicht der Birke. A. brasilense Sp7 hatte nach 13 Wochen einen positiven 
Effekt auf das TG der Luzernewurzeln und den Größenzuwachs der Birken. Außerdem 
bewirkte er ein weiteres C/N-Verhältnis der Luzernesprosse. Die Koinokulation hatte nach 13 
Wochen keinen statistisch signifikanten Einfluss. Tabelle 43 fasst die Effekte der 
verschiedenen Inokulationsvarianten auf die untersuchten Parameter der Birke im 
Ackerboden zusammen. 
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Tabelle 43: Zusammenfassung der Effekte der verschiedenen Inokulation auf Birken im 
Ackerboden 
Parameter 
statistisch 
signifikante Effekte  
E. meliloti L33 
statistisch 
signifikante Effekte 
A. brasilense Sp7 
statistisch signifikante 
Effekte Koinokulation 
6 
Wochen 
13 
Wochen 
6 
Wochen 
13 
Wochen 
6 
Wochen 13 Wochen 
Größenzuwachs - - - + (positiv) - - 
Blattanzahl - - - - - - 
Blattfläche/Blatt - - - - - - 
TG Spross/ 
TG Wurzeln 
- + (Wert größer) - - - - 
C/N der 
Birkensprosse - - + (enger) - - - 
C/N der 
Birkenwurzeln - - + (enger) - + (enger) - 
+ = Effekt im Vergleich zur unbeimpften Kontrolle 
-  = kein Effekt im Vergleich zur unbeimpften Kontrolle 
 
C.3.3 Detektion der zur Inokulation verwendeten Stämme 
C.3.3.1 Detektion in der Rhizosphäre 
Nach Beendigung der Versuche wurde versucht, die zur Inokulation verwendeten Stämme in 
den Rhizosphären der Versuchspflanzen zu detektieren. Die auf den A. brasilense-
Detektionsplatten gewachsenen Bakterienkolonien entsprachen in ihrer Optik ausnahmslos 
dem A. brasilense Sp7. Einige Kolonien wurden stichprobenartig in einem Eckhardt-Gel 
überprüft. Alle getesteten Kolonien stimmten in ihrem Plasmidprofil sowohl mit dem 
A. brasilense Sp7 Wildtyp, als auch mit dem zur Inokulation verwendeten A. brasilense Sp7 
rifR überein. Aus verschiedenen Gründen können keine KBE (Kolonie bildende Einheiten) 
angegeben werden. Zum einen wuchs A. brasilense Sp7 auf den Detektionsplatten meist in 
kanalsystemartig verbundenen Kolonien, wodurch das Auszählen erschwert wurde. Zum 
anderen erwies sich das Wachstum von Schimmelpilzen auf den Detektionsplatten als 
Problem, welches sich trotz Verwendung verschiedener, z. T. sogar miteinander kombinierter 
Fungizide (u.a. Cycloheximid, F500 und Kresoxim-methyl) nicht beheben ließ. Daher werden 
im Folgenden keine KBE angegeben, sondern lediglich betrachtet, ob der Stamm in den 
Versuchsansätzen nachweisbar war oder nicht. Das Detektionslimit für A. brasilense Sp7 lag 
bei der verwendeten Methode bei 6 x 103 Zellen/g Boden (FG). 
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Im Gegensatz zu den A. brasilense-Detektionsplatten waren die Platten zur Detektion des 
E. meliloti mit einer Vielzahl unterschiedlicher Bakterienkolonien bewachsen. Deshalb und 
wegen des Pilzwachstums können auch für diesen Stamm keine KBE angegeben werden. 
Das Detektionslimit für E. meliloti L33 lag bei dem angewendeten Nachweis bei 1,8 x 103 
Zellen/g Boden (FG). 
 
Detektion im belasteten Boden 
Im belasteten Boden wurde E. meliloti L33 nach 6 Wochen Versuchsdauer bei Charge 1 
(L33) in 90% der Rhizosphären nachgewiesen, bei Charge 3 (Koinokulation) in 50% und bei 
Charge 5 (Koinokulation ohne Luzerne) in 0% der Rhizosphären. Die Chargen 2 (Sp7) und 4 
(Kontrolle) wurden nicht mehr getestet.  
A. brasilense Sp7 konnte in keiner Charge detektiert werden. Auf einen Detektionsversuch in 
Charge 1 (L33) wurde verzichtet. Die Ergebnisse sind in Abbildung 26 dargestellt. 
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Abbildung 26: Detektion von E. meliloti L33 und A. brasilense Sp7 nach 6 Wochen 
Versuchsdauer in der Rhizosphäre von Luzernepflanzen in belastetem Boden 
 
Detektion im Ackerboden 
E. meliloti L33 war nach 6 Wochen Versuchsdauer in Charge 1 (L33) in 88% der 
Rhizosphären nachweisbar, in Charge 3 (Koinokulation) in 100% der Rhizosphären und in 
Charge 5 (Koinokulation ohne Luzerne) in 10% der Rhizosphären. In den unbeimpften 
Kontrollansätzen war der Stamm nicht nachweisbar. Charge 2 (Sp7) wurde nicht untersucht. 
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Nach 13 Wochen Versuchsdauer konnte E. meliloti L33 in Charge 1 (L33) in nur 11% der 
Rhizosphären detektiert werden und in den Chargen 3 (Koinokulation), 4 (Kontrolle) und 5 
(Koinokulation ohne Luzerne) in keiner Rhizosphäre. Auf die Untersuchung der mit Sp7 
inokulierten Charge wurde verzichtet. 
A. brasilense Sp7 konnte nach 6 Wochen in Charge 2 (Sp7) und 5 (beide ohne Luzerne) in je 
100% der Ansätze detektiert werden sowie in Charge 3 (Koinokulation) in 89% der Ansätze. 
In den unbeimpften Ansätzen war der Stamm nicht nachweisbar. Die mit E. meliloti L33 
inokulierten Ansätze wurden nicht getestet. 
Nach 13 Wochen war A. brasilense Sp7 in den gleichen Chargen nachweisbar wie nach 6 
Wochen, aber jeweils in weniger Rhizosphären: In Charge 2 (Sp7) in 50%, in Charge 3 
(Koinokulation) in 38% und in Charge 5 (Koinokulation ohne Luzerne) in 90% der 
Rhizosphären. Die Ergebnisse sind in Abbildung 27 zusammengefasst. 
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Abbildung 27: Detektion von E. meliloti L33 und A. brasilense Sp7 nach 6 bzw. 13 Wochen 
Versuchsdauer in der Rhizosphäre von Luzernepflanzen in Ackerboden 
 
Detektion im Bodengemisch 
Im Gemisch der beiden verwendeten Böden war E. meliloti L33 nach 6 Wochen in keiner 
Charge nachweisbar. A. brasilense Sp7 ließ sich in den Chargen 2 (Sp7) und 5 
(Koinokulation ohne Luzerne) in je 50% der Rhizosphären detektieren, in Charge 3 
(Koinokulation) in 60% der Rhizosphären und in den unbeimpften Ansätzen in keiner der 
Rhizosphären. Charge 1 (L33) wurde nicht überprüft. Abbildung 28 zeigt das Ergebnis. 
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Abbildung 28: Detektion von E. meliloti L33 und A. brasilense Sp7 nach 6 Wochen 
Versuchsdauer in der Rhizosphäre von Luzernepflanzen im Bodengemisch 
 
C.3.3.2 Detektion des E. meliloti L33 in den Wurzelknöllchen 
Von jeder Luzernepflanze wurden willkürlich einige Wurzelknöllchen ausgewählt und auf 
Infektion mit E. meliloti L33 hin untersucht. Pro Charge wurden bis zu 45 Knöllchen 
sterilisiert, zerquetscht und die erhaltenen Suspensionen ausplattiert, von denen aber nur 
21% bis maximal 75% auf dem selektiven Agar anwuchsen. Detektiert werden konnte 
E. meliloti L33 insgesamt in nur drei Knöllchen (Tab. 44). 
Tabelle 44: Detektion des E. meliloti L33 aus Wurzelknöllchen 
Boden Charge 
Anzahl 
getesteter 
Knöllchen  
Anzahl auf 
LB + Sm ge-
wachsener 
Knöllchen  
Anteil 
gewachsener 
Knöllchen [%] 
Anzahl 
L33 
Detektion 
Anteil L33 
Detektion [%]
belasteter 
Boden 
L33 19 9 47 1 5,3 
Sp7 0 0 0 0 0,0 
Ko-
inokulation 17 12 71 0 0,0 
Kontrolle 0 0 0 0 0,0 
Ackerboden 
6 Wochen 
L33 13 9 69 0 0,0 
Sp7 15 8 53 0 0,0 
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Boden Charge 
Anzahl 
getesteter 
Knöllchen  
Anzahl auf 
LB + Sm ge-
wachsener 
Knöllchen  
Anteil 
gewachsener 
Knöllchen [%] 
Anzahl 
L33 
Detektion 
Anteil L33 
Detektion [%]
Ko-
inokulation 32 17 53 1 3,1 
Kontrolle 13 5 39 0 0,0 
Ackerboden 
13 Wochen 
L33 30 0 0 0 0,0 
Sp7 12 8 67 0 0,0 
Ko-
inokulation 28 21 75 1 3,6 
Kontrolle 24 5 21 0 0,0 
Boden- 
gemisch 
L33 45 15 33 0 0,0 
Sp7 30 25 83 0 0,0 
Ko-
inokulation 41 12 29 0 0,0 
Kontrolle 18 6 33 0 0,0 
 
C.4 Effekt der Inokulation auf die bakteriellen 
Rhizosphärengemeinschaften 
Nach Beendigung der Versuche wurde nicht nur der Effekt der Inokulation auf die Luzerne- 
und Birkenpflanzen untersucht, sondern auch deren Einfluss auf die bakterielle 
Rhizosphärengemeinschaft. Dazu wurden die Gesamt-DNA und -RNA aus 
Rhizosphärenproben extrahiert und nach Transkription der RNA in cDNA die 16S (c)DNA 
über PCR amplifiziert. Mittels DGGE wurden „Fingerabdrücke“ der bakteriellen 
Gemeinschaften erstellt und diese optisch und mit Hilfe der Software GelComparII 
ausgewertet. Des Weiteren wurden ausgewählte DGGE-Banden sequenziert und 
phylogenetische Bäume erstellt. Als Vergleich wurden die bakteriellen Gemeinschaften des 
jeweiligen Bodens vor den Versuchsreihen herangezogen.  
 
C.4.1 Genetische Fingerabdrücke der bakteriellen Gemeinschaften 
Abbildung 29 zeigt ein DGGE-Gel mit je zwei Parallelproben der 16S rDNA des 
Ackerbodens, des belasteten Bodens und der Bodenmischung sowie zwei Parallelen der 
16S c-rDNA des Ackerbodens. Die 16S rDNA-Proben repräsentieren die gesamte im Boden 
vorhandene Bakteriengemeinschaft, während die 16S c-rDNA-Proben die aktive bakterielle 
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Gemeinschaft widerspiegeln. Die Bandenmuster der 16S rDNA-Parallelproben sind optisch 
nahezu identisch, sowohl was die Bandenanzahl und Position, als auch was die 
Bandenintensität angeht. Die Bandenmuster des Acker- und des belasteten Bodens 
unterscheiden sich deutlich von einander. Die 16S rDNA-Profile der Bodenmischung 
enthalten sowohl die Banden des Ackerbodens als auch die Banden des belasteten Bodens, 
ähneln vom optischen Gesamteindruck aber mehr dem Bandenprofil des Ackerbodens. Die 
beiden 16S c-rDNA Parallelen des Ackerbodens unterscheiden sich sowohl von den 
zugehörigen DNA-Proben als auch von einander, wobei die Unterschiede weniger in der 
Lage und dem Vorhandensein von Banden bestehen, sondern mehr in deren Intensität. 
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Abbildung 29: genetische Fingerabdrücke der gesamten bakteriellen Gemeinschaften aus 
Ackerboden, belastetem Boden und dem Bodengemisch (16S rDNA) sowie der aktiven 
bakteriellen Gemeinschaft des Ackerbodens (16S c-rDNA), erhalten durch DGGE 
 
Zunächst wurden bei allen Versuchsreihen von jeder Charge sowohl die 10 16S rDNA-
Parallelproben, als auch die 10 16S c-rDNA-Parallelproben einzeln nebeneinander in einer 
DGGE überprüft. Die DNA-Parallelproben zeigten durchweg nahezu identische 
Bandenprofile. Dies galt für jeden der verwendeten Böden und für jede Inokulationscharge. 
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Die 16S c-rDNA-Parallelproben waren einander ebenfalls in allen Fällen recht ähnlich, 
unterschieden sich aber mehr als die DNA-Parallelen und zeigten deutliche Unterschiede zu 
den jeweiligen DNA-Proben. Auch bei den 16S c-rDNA-Parallelproben betrafen die 
vorhandenen Unterschiede weniger die Bandenmuster, sondern mehr die Bandenintensität. 
Abbildung 30 zeigt als Beispiel das DGGE-Gel der koinokulierten Charge 3 nach 13 Wochen 
Versuchsdauer im Ackerboden. Die DNA-Parallelproben sind sich optisch extrem ähnlich. 
Leichte Unterschiede sind in der Bandenintensität, nicht aber im Bandenmuster zu finden. 
Die einzige Ausnahme bildet Probe 10 (= Pflanze 10), die sich auch in ihrem Bandenmuster 
von den übrigen Parallelen unterscheidet. 
S S S2 23 34 45 56 67 79 10 109
DNA cDNA
a
b
c
d
 
Abbildung 30: DGGE-Gel aller 16S rDNA- und 16S c-rDNA-Parallelen der koinokulierten Charge 
nach 13 Wochen Wachstum in Ackerboden 
S: Standard, 2 – 10: Parallelproben der koinokulierten Charge, links: 16S rDNA, rechts: 16S c-rDNA  
a: B. subtilis, b: P. putida, c: E. meliloti 2011, d: A. brasilense Sp7            
 
Zur Kontrolle und um die DGGE-Gele später mit der Software GelCompar II auswerten zu 
können wurde auf jedes Gel in drei Taschen ein Standard aufgetragen (rechts, links und 
mittig, s. Abb. 30). Nachdem die 16S rDNA mehrerer Bodenbakterien einzeln auf ein DGGE-
Gel aufgetragen worden war, wurden anhand der Position ihrer Bande im Gel Bacillus 
subtilis und Pseudomonas putida für den Standard ausgewählt. Außerdem beinhaltete der 
Standard E. meliloti 2011 und Azospirillum brasilense Sp7, weil Derivate dieser Stämme in 
der vorliegenden Arbeit zur Inokulation verwendet wurden. Der Standard besteht von oben 
ERGEBNISSE 
 91
nach unten aus B. subtilis, P. putida, E. meliloti 2011 und A. brasilense Sp7, wobei E. meliloti 
2011 eine stärkere Bande zeigt, die von zwei schwächeren Banden umrahmt wird. 
Da Tests gezeigt hatten, dass durch das Vereinen von Parallelenproben keine Banden 
verloren gehen (Philippe, 2010), wurden anschließend die Parallelproben jeder Charge 
vereinigt und auf einem Gesamtgel der betreffenden Versuchsreihe die DNA- und cDNA-
Proben der einzelnen Chargen verglichen. Zusätzlich wurden je zwei Parallelproben des 
entsprechenden Bodens von vor Beginn der Versuchsreihe mit aufgetragen. Abbildung 31 
zeigt ein solches Gesamtgel der Versuchsreihe im Ackerboden mit 13 Wochen 
Versuchsdauer. Da die DGGE-Ergebnisse der verschiedenen Versuchsreihen ähnliche 
Aussagen ergaben, wird hier im Folgenden nur dieses Gesamtgel besprochen. 
 
Abbildung 31: DGGE-Gel einer kompletten Versuchsreihe mit Luzerne und Birke im 
Ackerboden mit 13 Wochen Versuchsdauer 
S = Standard, B = Boden vor Versuchsbeginn, 1 = L33, 2 = Sp7, 3 = Koinokulation, 4 = unbeimpfte 
Kontrolle, 5 = Koinokulation ohne Luzerne. Aufgetragen wurden jeweils die vereinigten Parallelproben 
aus 10 parallelen Ansätzen. Mit Pfeilen markierte Banden wurden ausgeschnitten, kloniert und 
sequenziert. 
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Zwischen den beiden 16S rDNA-Parallelproben des Bodens von vor der Versuchsreihe sind 
mit bloßem Auge keine Unterschiede festzustellen. Die entsprechenden 16S c-rDNA-Proben 
unterscheiden sich sowohl von den DNA-Proben, als auch von einander in der Ausprägung 
der vorhandenen Banden, aber weniger im Bandenmuster. Beim Vergleich der DNA-Proben 
der verschiedenen Chargen untereinander und mit den Proben von vor Versuchsbeginn sind 
sowohl im Bandenmuster, als auch in der Intensität der verschiedenen Banden nur sehr 
geringe Unterschiede festzustellen. Die c-rDNA-Proben der verschiedenen Chargen 
unterscheiden sich optisch etwas deutlicher von einander als die DNA-Proben, aber auch 
hier sind die Unterschiede insgesamt eher gering. 
 
C.4.2 Clusteranalysen der genetischen Fingerabdrücke 
Zur weiteren Analyse wurden aus den Gesamtgelen der verschiedenen Versuchsreihen mit 
Hilfe von Clusteranalysen Dendrogramme erstellt. Abbildung 32 zeigt die Dendrogramme 
aus dem oben gezeigten DGGE-Gel (Abb. 31) der 13wöchigen Versuchsreihe im 
Ackerboden, welche hier stellvertretend für alle Clusteranalysen stehen. Die Dendrogramme 
der übrigen Versuchsreihen finden sich im Anhang.  
Wird der Pearson-Korrelationsindex verwendet (Abb. 32 rechts), clustern die cDNA-Proben 
zusammen mit mindestens ca. 68% Ähnlichkeit, während die DNA-Proben ebenfalls 
zusammen clustern mit mindestens ca. 70% Ähnlichkeit. Die Ähnlichkeit zwischen DNA- und 
cDNA-Proben beträgt nur etwa 50%. Sowohl innerhalb der cDNA-Proben, als auch innerhalb 
der DNA-Proben clustern die Parallelproben von vor Versuchsbeginn zusammen. Bei 
Verwendung des Jaccard-Korrelationskoeffizienten (Abb. 32 links) ergibt sich ein völlig 
anderes Bild. Hier fällt die cDNA der mit A. brasilense Sp7 inokulierten Charge völlig aus 
dem Cluster mit nur knapp 50% Ähnlichkeit zu den restlichen Proben, die scheinbar 
willkürlich angeordnet sind. Es ist keine Gruppierung nach DNA und cDNA erkennbar, und 
auch die Parallelproben von vor Versuchsbeginn clustern hier nicht zusammen. 
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Abbildung 32: Dendrogramme des Gesamtgels der 13wöchigen Versuchsreihe mit Luzerne und 
Birke im Ackerboden, links: erstellt mit Jaccard-Index, rechts: erstellt mit Pearson-
Korrelationsindex 
Die Dendrogramme wurden mittels “unweighted pair group method with arithmetic mean” (UPGMA) 
erstellt. Die kophenetischen Korrelationskoeffizienten an den Abzweigungen geben die prozentuale 
Wahrscheinlichkeit für die dargestellte Topologie an. 
 
C.4.3 Sequenzierung ausgewählter DGGE-Banden und phylogenetische 
Analyse der 16S rDNA-Sequenzen 
Aus den Gesamtgelen der beiden Versuchsreihen mit Ackerboden (6 Wochen und 13 
Wochen Versuchsdauer) sowie einer Versuchsreihe mit belastetem Boden (6 Wochen 
Versuchsdauer) wurden jeweils vier Banden ausgeschnitten, die DNA extrahiert, kloniert und 
je Bande 10 Klone sequenziert. Für die 13wöchige Versuchsreihe in Ackerboden sind die 
ausgewählten DGGE-Banden in Abbildung 31 markiert. Die Banden wurden bei allen 
Gesamtgelen nach demselben Schema ausgewählt: eine Bande, die bei allen DNA-Proben 
vorkommt (jeweils Bande Nummer 1, DNA-Probe 4 in Abb. 31), eine Bande, die bei allen 
cDNA-Proben vorkommt (jeweils Bande Nummer 2, cDNA-Probe 2 in Abb. 31), eine Bande, 
die nur in einer bestimmten cDNA-Charge vorkommt (jeweils Bande Nummer 3, cDNA-Probe 
3 in Abb. 31) und eine Bande, die nur in einer bestimmten DNA-Charge vorkommt (jeweils 
Bande Nummer 4, DNA-Probe 3 in Abb. 31). 
Die Ergebnisse der Auswertungen mit SeqMatch (RDP) und BLAST (ncbi) stimmten für viele 
Sequenzen überein, waren aber interessanterweise für manche Sequenzen widersprüchlich. 
Da SeqMatch die genaueren Ergebnisse liefert, werden im Folgenden die mit dieser 
Datenbank erhaltenen Ergebnisse betrachtet. Die Ergebnisse der Auswertung mit SeqMatch 
der Banden 1 und 2 (s. o.) der 13wöchigen Versuchsreihe im Ackerboden sind beispielhaft in 
Tabelle 45 dargestellt. Eine vollständige Auflistung aller Sequenzierungsergebnisse findet 
sich im Anhang.  
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Die Ergebnisse zeigen eine große bakterielle Vielfalt innerhalb jeder der untersuchten 
DGGE-Banden, die mit 10 sequenzierten Klonen pro Bande bei Weitem nicht abgedeckt ist. 
Diese Vielfalt zeigt sich dabei nicht nur in der Anzahl der verschiedenen Sequenzen, 
sondern auch in dem breiten Spektrum verschiedenster Bakterien, mit denen die gefundenen 
Sequenzen hohe Sequenzhomologien aufweisen.  
Tabelle 45: Ergebnisse der Auswertung mit SeqMatch (RDP) von je 10 Klonen von DGGE-
Bande 1 und 2 des DGGE-Gels der 13wöchigen Versuchsreihe im Ackerboden 
Die Länge der Sequenzen betrug etwa 400 bp. Identische Sequenzen sind mit Buchstaben markiert.     
Bande Klon Sequenz- 
homologie [%] 
ähnlichster Organismus 
1 
(bei allen 
DNA-Proben 
vorhanden) 
1 93,5 Thioalkalivibrio denitrificans 
2 91,8 Haliangium tepidum a 
3 91,8 Haliangium tepidum a 
4* 99
Arthrobacter oxydans, A. sulfonivorans, A. 
chlorophenolicus 
5 87,1 Nitrospina gracilis, Geobacter psychrophilus 
6 80,3 Geobacter pelophilus 
7 93,4 Gallionella ferruginea b 
8 97,7 Caulobacter henricii 
9 93,4 Gallionella ferruginea b 
10 99,7 Enhydrobacter aerosaccus 
2 
(bei allen 
cDNA-
Proben 
vorhanden) 
 
1 84,5 Geobacter pelophilus 
2 94,5 Cystobacter fuscus 
3 85,6 Geobacter psychrophilus 
4 94,2 Thiocapsa rosea, T. roseopersicina 
5 99,5 Streptococcus mitis, S. pneumoniae 
6 99,5 Bacillus thuringiensis 
7 83,1 Desulfuromusa ferrireducens, Geothermobacter ehrlichii 
8 85,6 Geobacter psychrophilus 
9 93,9 Bradyrhizobium elkanii 
10 86,4 Geobacter metallireducens 
 * Sequenz war mit SeqMatch nicht kalkulierbar; dargestelltes Ergebnis mit BLAST erhalten 
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Des Weiteren wurde zu jeder Versuchsreihe eine Liste aller Gattungen zusammengestellt, 
mit denen die Sequenzen der vier ausgeschnittenen DGGE-Banden die größte Homologie 
aufwiesen. Die Anzahl der verschiedenen Gattungen unterschied sich zwischen den 
Versuchsreihen kaum: im Ackerboden waren es nach 6 Wochen Versuchsdauer 26 und 
nach 13 Wochen Versuchsdauer 28 verschiedene Gattungen. Im belasteten Boden zeigten 
die Sequenzen der 4 DGGE-Banden größte Homologien zu 23 verschiedenen Gattungen. 
Die einzige Gattung, die sich in DGGE-Banden aller drei Versuchsreihen fand, war 
Geobacter. Andere Gattungen fanden sich in jeweils zwei der betrachteten Versuchsreihen, 
z. B. Hydrocarboniphaga und Nitrospina sowohl nach 6 als auch nach 13 Wochen im 
Ackerboden und Pseudoxanthomonas, Pseudomonas und Lysobacter sowohl nach 13 
Wochen im Ackerboden als auch nach 6 Wochen im belasteten Boden. Nach 6 Wochen 
Versuchsdauer im Ackerboden waren am häufigsten Sequenzen mit größter Homologie zu 
Geobacter, Verrucomicrobium und Thiocapsa (Abb. 33). Nach 13 Wochen im Ackerboden 
waren am häufigsten Sequenzen mit hohen Homologien zu Geobacter, Bradyrhizobium und 
Caulobacter (Abb. 34) und im belasteten Boden waren am häufigsten Sequenzen mit hohen 
Homologien zu Ensifer, Gemmatimonas und Lysobacter (Abb. 35). Außerdem gab es in 
jeder Versuchsreihe eine Vielzahl von Sequenzen, deren Gattungen sich weder in der 
jeweiligen Versuchsreihe wiederholten, noch in einer anderen Versuchsreihe auftauchten. 
Die Ergebnisse sind in Abbildung 33-35 dargestellt. Gattungen, die sich in mehreren 
Versuchsreihen wiederholen, sind jeweils in einer bestimmten Farbe dargestellt; Gattungen 
die sich nicht wiederholen sind farblos. 
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Hydrogenophaga 
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Abbildung 33: Gattungen mit den größten Homologien zu den Sequenzen von 4 DGGE-Banden 
aus Ackerboden nach 6 Wochen Versuchsdauer 
Gattungen, die sich in mehreren Versuchsreihen wiederholen, sind jeweils in einer bestimmten Farbe 
dargestellt; Gattungen die sich nicht wiederholen sind farblos. 
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Abbildung 34: Gattungen mit den größten Homologien zu den Sequenzen von 4 DGGE-Banden 
aus Ackerboden nach 13 Wochen Versuchsdauer 
Gattungen, die sich in mehreren Versuchsreihen wiederholen, sind jeweils in einer bestimmten Farbe 
dargestellt; Gattungen die sich nicht wiederholen sind farblos. 
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Aneurinibacillus
Arthrobacter 
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Clostridium 
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Abbildung 35: Gattungen mit den größten Homologien zu den Sequenzen von 4 DGGE-Banden 
aus dem belasteten Boden nach 6 Wochen Versuchsdauer 
Gattungen, die sich in mehreren Versuchsreihen wiederholen, sind jeweils in einer bestimmten Farbe 
dargestellt; Gattungen die sich nicht wiederholen sind farblos. 
 
Zur phylogenetischen Einordnung der 16S rDNA-Sequenzen wurde mittels RDP jeweils für 
die 40 Sequenzen aus den 4 Banden einer Versuchsreihe ein phylogenetischer Baum 
erstellt. Als Beispiel ist in Abbildung 36 der phylogenetische Baum der 13wöchigen 
Versuchsreihe im Ackerboden dargestellt. Der Baum verdeutlicht anschaulich die große 
phylogenetische Vielfalt der Bakterien in den einzelnen DGGE-Banden, was sich auch darin 
widerspiegelt, dass häufig Sequenzen aus verschiedenen DGGE-Banden enger zusammen 
clustern als Sequenzen aus ein und derselben Bande. Die Organismen, die aufgrund ihrer 
Sequenzhomologie den untersuchten Sequenzen am ähnlichsten sind, sind ebenfalls in den  
phylogenetischen Bäumen berücksichtigt, so das die große Nähe und damit die enge 
Verwandtschaft der untersuchten Sequenzen mit den jeweils ähnlichsten Organismen 
verdeutlicht wird. Die übrigen phylogenetischen Bäume sind im Anhang zu finden. 
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Abbildung 36: Phylogenetischer Baum der untersuchten 16S (c)rDNA-Sequenzen von 4 DGGE-
Banden aus der 13wöchigen Versuchsreihe im Ackerboden. 
Die Probenbezeichnung beinhaltet die Versuchsreihe (5.Reihe_13Wochen) mit anschließender 
DGGE-Bandennummer (1-4) und Klonnummer. Der Baum wurde mit Hilfe von RDP erstellt. Der 
Größenbalken zeigt einen Sequenzunterschied von 10% an. Die Bootstrapwerte an den 
Abzweigungen geben die prozentuale Wahrscheinlichkeit für die dargestellte Topologie an. Als 
Außengruppe wurde Aquifex pyrophilus verwendet. 
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D Diskussion 
 
D.1 Charakterisierung der verwendeten Böden 
D.1.1 Anionen- und Metallgehalte der Böden 
Für die Pflanzenernährung wichtige Anionen sind Phosphat- (PO43-), Sulfat- (SO42-), Nitrat- 
(NO3-) und Chloridionen (Cl-). Die beiden letztgenannten werden nur sehr schwach 
gebunden und daher leicht aus dem Boden ausgewaschen. In der Bodenlösung überwiegen 
normalerweise Chlorid und Sulfat mit 60-600 mg/dm3 bzw. 50-500 mg/dm3 (Gisi, 1997). Im 
Ackerboden war auch dementsprechend Chlorid das Anion mit der höchsten Konzentration 
(148 mg/kg TS), gefolgt von Sulfat (69 mg/kg TS). Der belastete Boden zeigte im Vergleich 
dazu eine extrem hohe Sulfatkonzentration, welche die des Ackerbodens um drei 
Zehnerpotenzen überstieg (32209 mg/kg TS). Dies ist darauf zurückzuführen, dass die 
Chemische Fabrik Rhenania AG auf dem Areal, von dem der belastete Boden stammt, 
Fehlchargen aus der Sulfatproduktion und Rückstände aus der Sodaproduktion abgelagerte. 
Dabei fiel pro produziertem Kilogramm Soda ein Kilogramm Abfall (Kalziumsulfid) an 
(http://www.aav-nrw.de/aav/dokumente/projektinformation/rhenania.pdf). Niederschläge, die 
in der Halde versickern, lösen aus dem Inneren des Haldenkörpers anorganische Salze 
(Sulfide) sowie Sulfat und sind für die hohe Belastung des Bodens und des Grundwassers 
verantwortlich.  
Der Chloridgehalt war im belasteten Boden mit knapp 10 mg/kg TS deutlich geringer als im 
Ackerboden mit 148 mg/kg TS. Vermutlich stammte der Großteil des im belasteten Boden 
detektierten Chlorids gar nicht aus dem Boden selbst, sondern aus dem beigemischten 
Vermiculit, dessen Chloridgehalt knapp 80 mg/kg TS betrug. Der Chloridgehalt des 
belasteten Bodens selbst war also sehr gering. 
Nitrit und Nitrat werden im Boden durch bakterielle Nitrifikation gebildet. Bei der Zersetzung 
von totem organischem Material und bei der bakteriellen Stickstofffixierung entsteht zuerst 
Ammonium, welches durch Ammonium oxidierende Bakterien zu Nitrit, und dann durch Nitrit 
oxidierende Bakterien weiter zu Nitrat oxidiert wird. Der Nitritgehalt lag bei beiden Böden 
unterhalb der Nachweisgrenze. Dies entspricht den Erwartungen, da Nitrit in leicht 
alkalischen Böden mit nicht reduzierenden Bedingungen wie den hier verwendeten Böden 
rasch zu Nitrat oxidiert wird. Auch Nitrat war in beiden Böden nur in geringen Mengen 
vorhanden. Dieses Ergebnis war zu erwarten, weil Nitrat leicht ausgewaschen oder von 
Pflanzen aufgenommen wird und die Nitratkonzentration in Böden daher im Allgemeinen 
sehr gering ist (Gisi, 1997). Interessanterweise war der Nitratgehalt im Ackerboden mit 22 
mg/kg TS etwas geringer als im belasteten Boden mit 31 mg/kg TS. Der Acker, von dem der 
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Ackerboden stammte, war mehrere Jahre lang zur Bodenverbesserung mit Luzerne 
bepflanzt worden, die durch ihre Symbiose mit Stickstoff fixierenden Rhizobien den 
Stickstoffgehalt im Boden hätte erhöhen sollen. Wahrscheinlich hatten die in den letzten 
beiden Jahren dort kultivierten Getreide durch starke Stickstoffaufnahme den Stickstoffgehalt 
des Bodens schon wieder deutlich reduziert. 
Der Phosphatgehalt lag im Ackerboden unterhalb der Nachweisgrenze. Dies kann zum einen 
an einer durch die landwirtschaftliche Nutzung bedingten geringen Phosphatkonzentration im 
Boden liegen. Zum andern ist auch möglich, dass das vorhandene Phosphat bei der 
durchgeführten Analyse nicht extrahiert wurde, weil höher geladene Ionen wie Phosphat 
nicht allein über elektrostatische Anziehungskraft, sondern durch Ligandenaustausch fest an 
Oberflächen gebunden werden. Die Bindungsfestigkeit ist so groß, dass die Menge an 
gelöstem Phosphat in der Bodenlösung nur sehr gering ist und die Pflanzenverfügbarkeit von 
Phosphat in Böden dementsprechend äußerst beschränkt ist. Daher ist es nicht 
unwahrscheinlich, dass bei der hier durchgeführten wässrigen Extraktion der Großteil des 
vorhandenen Phosphats nicht extrahiert wurde. Im Vergleich zum Ackerboden enthielt der 
belastete Boden mit 84 mg/kg TS relativ viel Phosphat. Dies erklärt sich durch die Produktion 
von „Super- und Rhenaniaphosphat“ der Chemischen Fabrik Rhenania AG und der 
Ablagerung von Produktionsrückständen und -fehlchargen auf dem Standort des belasteten 
Bodens. 
Bei der Betrachtung der ermittelten Konzentrationen muss berücksichtigt werden, dass diese 
der Gesamtmenge der extrahierbaren Ionen entsprechen. Der Anteil, der sich in der 
Bodenlösung befindet und damit für Pflanzen und Mikroorganismen verfügbar ist, ist dem 
gegenüber äußerst gering. Bei einer Parabraunerde mit pH 6 beträgt er bei Feldkapazität 
und einer Austauschkapazität von 0,25 mol/kg zum Beispiel nur etwa 3% der Gesamtmenge 
der extrahierbaren Ionen (Gisi, 1997). Die Ionenbestimmung liefert also wertvolle Ergebnisse 
bezüglich der extrahierbaren Ionenmenge und ermöglicht einen Vergleich zwischen den 
verschiedenen Böden, kann aber in Bezug auf die Ionenkonzentrationen, die Pflanzen und 
Mikroorganismen zur Verfügung stehen, nur Hinweise und keine konkreten Aussagen liefern. 
Zusammenfassend kann dennoch gesagt werden, dass jeder der beiden Böden bezüglich 
seines Ionengehalts Vor- und Nachteile für das Wachstum von Pflanzen bietet. Der belastete 
Boden bietet den Pflanzen bessere Phosphat- und Nitratgehalte als der Ackerboden. Der 
extrem hohe Sulfatgehalt des belasteten Bodens könnte sich umgekehrt negativ auf das 
Pflanzenwachstum auswirken. 
Der belastete Boden enthält Konzentrationen von Arsen, Blei, Cadmium, Chrom, Kupfer, 
Thallium und Zink, welche die Vorsorgewerte des Bundesbodenschutzgesetzes (bzw. die 
Prüfwerte für Ackerbauflächen und Nutzgärten beim Wirkungspfad Boden – Nutzpflanze in 
den Fällen, wo kein Vorsorgewert existiert) überschreiten.  
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Die Kontamination des belasteten Bodens mit Arsen ist in dieser Arbeit dabei von 
besonderer Bedeutung, da gezeigt wurde, dass Arsen deutliche negative Effekte auf die 
Ensifer – Medicago sativa – Symbiose hat. Pajuelo et al. (2008) fanden, dass bei einem 
hochgradig arsenresistenten und symbiotisch effektiven Ensifer-Stamm schon 25-35 µM 
Arsen eine Reduktion der rhizobiellen Infektionen um 90% und eine Verminderung der 
Knöllchenanzahl um 75% bewirkten. Auch die Zink- und Cadmium-Kontamination des 
belasteten Bodens ist für die vorliegende Arbeit von größtem Interesse: wie Ibekwe et al. 
1996 zeigten, ist die Nodulation in der Ensifer – Medicago sativa – Symbiose durch die 
Zugabe von Cadmium und Zink vor der Inokulation deutlich beeinträchtigt. Da in den 
Ansätzen noch zahlreiche lebende Rhizobien nachweisbar waren, ist die Ursache für die 
inhibierte Nodulation wahrscheinlich eine Beeinträchtigung der Pflanze, wie verringertes 
Wurzelwachstum und geringere Wurzelhaarbildung. 
Die detektierten Metallgehalte entsprechen dem Gesamtgehalt des jeweiligen Metalls im 
Boden. Für die Pflanzen und Mikroorganismen verfügbar sind dagegen nur die in der 
Bodenlösung befindlichen Metallmengen. Die Löslichkeit der Metalle im Boden steigt mit 
sinkendem pH-Wert und beginnt normalerweise ab einem pH-Wert von ca. 6,5 (Cadmium). 
Die anderen vorhandenen Metalle gehen erst bei noch geringeren pH-Werten in Lösung 
(z.B. Tl ab pH 5, As und Pb ab pH 4,5; Scheffer & Schachtschabel, 2002). Die beiden 
verwendeten Böden sind mit pH-Werten von 7,7 (Ackerboden) und 7,9 (belasteter Boden) 
schwach alkalisch. Das bedeutet, dass nur sehr geringe Anteile der vorhandenen 
Metallmengen im Bodenwasser gelöst und damit für Mikroorganismen und Pflanzen 
verfügbar sind. Die hier angegebenen Werte übersteigen also die tatsächlichen 
Metallbelastungen der Pflanzen und Bodenbakterien bei weitem und können nur als 
Anhaltspunkte dienen. Da die von den Pflanzenwurzeln abgegebenen Exsudate die 
Löslichkeit einiger Metalle im Boden verbessern, ist die Belastung für Pflanzen und 
Rhizosphärenbakterien aber im Gegensatz zum wurzelfreien Boden erhöht (Mench & Martin, 
1991). 
 
D.1.2 Auswirkung von Bepflanzung und Zeit auf den Metallgehalt des 
belasteten Bodens 
Um herauszufinden, ob Bepflanzung und/oder Zeit eine Auswirkung auf den 
Schwermetallgehalt des belasteten Bodens haben, wurden je vier Pflanztöpfe mit belastetem 
Boden mit Birke, Luzerne und beiden Pflanzen gemeinsam bepflanzt. Als Kontrolle dienten 
vier unbepflanzte Töpfe. Der Versuchszeitraum umfasste neun Monate.  
Aus den Ergebnissen kann gefolgert werden, dass weder die Zeit (unbepflanzte Ansätze), 
noch ein Bewuchs mit Luzerne oder Birke den Metallgehalt des belasteten Bodens 
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beeinflussen. Offensichtlich nahmen die verwendeten Pflanzen während der Versuchsdauer 
keine signifikanten Mengen der Metalle aus dem Boden auf, und die Metalle wurden auch 
nicht durch überschüssiges Wasser aus dem Boden ausgeschwemmt. Dieses Ergebnis 
stimmt mit den Erwartungen überein. Der Boden hat einen pH-Wert von etwa 7,9. Da Metalle 
bei neutralen und alkalischen pH-Werten normalerweise nicht gelöst im Bodenwasser 
vorliegen (Scheffer & Schachtschabel, 2002), sind sie weder für Pflanzen verfügbar, noch 
werden sie aus dem Boden ausgewaschen. Damit erklärt sich sowohl in den bepflanzten, als 
auch in den unbepflanzten  Ansätzen der stabile Metallgehalt. 
 
D.1.3 Vorkommen endogener Rhizobien und Wachstumsfähigkeit 
verschiedener Leguminosen im Schwermetall belasteten Boden 
Mit Ausnahme der Puffbohne waren alle getesteten Leguminosen im belasteten Boden 
deutlich schlechter gewachsen als im Referenzboden. Das kann zum einen durch die 
Schwermetallgehalte und geringen Nährstoffkonzentrationen im belasteten Boden begründet 
sein, zum anderen auch durch fehlende Rhizobien. Die gewachsenen Bohnen, Wicken und 
Luzernepflanzen waren ausnahmslos frei von Wurzelknöllchen, was darauf schließen lässt, 
dass in dem belasteten Boden keine kompatiblen Rhizobien vorkommen. Das impliziert auch 
die Abwesenheit des in dieser Arbeit verwendeten E. meliloti. Von den beiden getesteten 
Erbsensorten war jeweils über die Hälfte der Pflanzen noduliert, was bedeutet, dass der 
Mikrosymbiont der Erbse, R. leguminosarum bv. viciae, offensichtlich zur bakteriellen 
Bodengemeinschaft des belasteten Bodens gehört. Da die nodulierten Erbsenpflanzen 
(abgesehen von der Puffbohne) als einzige Pflanzen im belasteten Boden relativ gut 
wuchsen und kein ungesundes Erscheinungsbild zeigten, kann gefolgert werden, dass die 
Nodulation einen positiven Einfluss auf das Pflanzenwachstum im belasteten Boden hat. Das 
wiederum legt einen Stickstoffmangel der übrigen Pflanzen als eine Ursache für das 
schlechte Wachstum nahe. Obbard und Jones (1993) untersuchten ebenfalls das 
Vorkommen von Rhizobien in mit Metallen kontaminierten Böden. Sie fanden Rhizobien, 
deren Wirtspflanze zur natürlichen Vegetation gehörte. Diese Rhizobien waren zu effektiven, 
Stickstoff fixierenden Symbiosen fähig, obwohl die Metallkonzentrationen der Böden die 
Grenzwerte z. T. weit überschritten. Sofern die Wirtspflanze nicht zur Vegetation gehörte, 
wurden die Testpflanzen nicht noduliert. Die in der vorliegenden Arbeit getesteten Pflanzen 
gehören alle nicht zur natürlichen Vegetation der Halde, von der der belastete Boden 
stammt. Für die nicht nodulierten Testpflanzen stimmt das Ergebnis daher mit dem von 
Obbard und Jones überein. In dieser Arbeit wurden im Gegensatz dazu Erbsenpflanzen 
nodulierende Rhizobien im belasteten Boden gefunden, obwohl die Pflanze nicht zur 
natürlichen Vegetation der Halde gehört. Ähnliche Beobachtungen machten Ahmad et al. 
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(1997), die in mit PCBs und PAHs kontaminierten Böden effektive E. meliloti-Stämme 
fanden, obwohl deren Wirtspflanze Medicago nie dort gewachsen war. 
Im Referenzboden wies mit Ausnahme der Palerbse „Reinperle“, die nicht noduliert war, von 
jeder gewachsenen Leguminosenart die Mehrzahl der Pflanzen Wurzelknöllchen auf. Dieses 
Ergebnis belegt, dass die verwendeten Pflanzen prinzipiell zu einer Symbiose mit Rhizobien 
fähig waren. Die Puffbohne war als einzige Pflanze im Referenzboden nicht gewachsen, 
gedieh aber interessanterweise in dem belasteten Boden hervorragend. Diese Beobachtung 
zeigt, dass es durchaus Pflanzen gibt, denen der belastete Boden gute 
Wachstumsbedingungen bietet. Die Ursache für das gute Wachstum der Puffbohne im 
belasteten Boden könnte der hohe Kalkgehalt dieses Bodens sein, da die Pflanze kalkreiche 
Böden bevorzugt.  
 
D.2 Effekte von Boden und Inokulation auf die Testpflanzen 
D.2.1 Effekte von Boden und Inokulation auf Luzerne 
In mehreren Versuchsreihen wurde untersucht, wie sich die Inokulation mit E. meliloti L33, 
A. brasilense Sp7 und die Koinokulation mit beiden Stämmen auf das Wachstum von 
Luzernepflanzen in den verschiedenen Böden auswirkt und welche Auswirkungen die Böden 
an sich auf das Wachstum haben. 
Pflanzenwachstum 
Die untersuchten Parameter, die das Pflanzenwachstum betreffen, ergaben innerhalb einer 
Versuchsreihe übereinstimmende Ergebnisse. Sprosslänge, Blattanzahl und TG zeigten, 
dass die Luzernepflanzen im belasteten Boden nur sehr schlecht wuchsen, im Ackerboden 
gut gediehen und in der Bodenmischung mit Abstand das beste Wachstum zeigten. So 
waren beispielsweise die Sproß- und Wurzel-TG im Ackerboden 10-40fach und in der 
Bodenmischung bis zu 100fach größer als im belasteten Boden. Das gute Wachstum im 
Ackerboden entsprach den Erwartungen. Auf dem Acker, von dem der Boden stammt, war 
mehrere Jahre lang Luzerne kultiviert worden, die dort auch gut gewachsen war. Die Analyse 
der Metallgehalte ergab, dass der Boden nur mit Chrom und Thallium belastet ist, wobei die 
Thalliumbelastung mit 0,18 mg/kg TS immer noch sehr gering ist. Das schlechte Wachstum 
der Luzernepflanzen im belasteten Boden entsprach ebenfalls den Erwartungen, auch wenn 
das Ausmaß der negativen Auswirkungen des Bodens auf die Pflanzen etwas überraschte. 
Der belastete Boden enthält Arsen, Blei, Cadmium, Chrom, Kupfer, Thallium und Zink in 
Konzentrationen, die die Vorsorgewerte des Bundesbodenschutzgesetzes bzw. die 
Prüfwerte für Ackerbauflächen und Nutzgärten beim Wirkungspfad Boden – Nutzpflanze weit 
überschreiten. Wegen des alkalischen pH-Wertes des Bodens (7,9) können die 
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Metallgehalte allerdings kaum die alleinige Ursache des schlechten Wachstums darstellen, 
weil bei diesem pH-Wert der überwiegende Anteil der vorhandenen Metalle nicht in der 
Bodenlösung und damit auch nicht pflanzenverfügbar vorliegt. Blei, Kupfer und Zink liegen 
im Boden bei einem pH-Wert von 8 laut Martínez & Motto (2000) sogar komplett in 
unlöslicher Form vor. Chuan et al. (1996) fanden bei pH 8 im Boden je nach Redoxpotential 
maximal 2,8 mg Blei pro kg Boden, maximal 1,2 mg/kg Zink und maximal 0,9 mg/kg 
Cadmium in der Bodenlösung. Damit liegen die Werte für Blei und Zink weit unter den 
Vorsorgewerten der BBodSchV (Pb: 70 mg/kg TS; Zn: 150 mg/kgTS). Der Cadmiumgehalt 
der Bodenlösung liegt in der o. g. Studie nur knapp unter dem Vorsorgewert (1 mg/kg TS). 
Da der pH-Wert des in dieser Arbeit verwendeten Bodens mit dem der oben genannten 
Studie vergleichbar ist, ist anzunehmen, dass auch die Cadmium-Löslichkeit vergleichbar ist. 
Damit ist wahrscheinlich auch in der vorliegenden Arbeit ein Teil des Cadmiums in Lösung 
gewesen und hat zum schlechten Wachstum der Luzernepflanzen im belasteten Boden 
beitragen können. Arsen geht bei einem Boden-pH von 8 ebenfalls zum Teil in Lösung (je 
nach Redoxpotential bis zu etwa 120 mg/kg Boden, Masscheleyn et al. (1991)), doch liegen 
die Gehalte immer noch deutlich unter dem entsprechenden Prüfwert für Ackerbauflächen 
und Nutzgärten der BBodSchV  (200 mg/kg TS). Darüber hinaus wiesen Römkens et al. 
(1999) nach, dass die Löslichkeit von Kupfer in kontaminierten Böden in Anwesenheit einer 
Pflanze geringer ist als in Abwesenheit einer Pflanze. Sollte dieses Ergebnis auf andere 
Metalle übertragbar sein, so wären die für die Luzerne verfügbaren Metallkonzentrationen 
noch geringer gewesen als in den genannten Studien in der Bodenlösung festgestellt. Daher 
ist zu vermuten, dass die hohen Metallgehalte des belasteten Bodens zwar zum schlechten 
Wachstum der Luzerne beigetragen haben, aber nicht die alleinige Ursache darstellen und 
noch weitere Faktoren das Wachstum negativ beeinflussen.  
Eine dieser weiteren möglichen Ursachen für den schlechten Pflanzenwuchs ist der 
Kalziumgehalt des Bodens, der mit fast 300.000 mg/kg TS extrem hoch ist. Bei zu viel 
Kalziumcarbonat im Boden können Pflanzen Phosphat und Spurenelemente (vor allem 
Eisen) schlechter aufnehmen, weil durch den erhöhten pH-Wert deren Löslichkeit 
herabgesetzt wird (Burstrom, 1968; White & Robson, 1989). Ein Kalziumüberschuss bewirkt 
daher bei kalkfliehenden Pflanzen schnell Chlorosen, Kümmerwuchs und Blattfall. So 
beobachteten White & Robson (1989) in einem alkalischen, kalkhaltigen Boden Chlorosen 
und Kümmerwuchs bei Lupinen (Lupinus), den sie auf Eisenmangel zurückführten. Ein derart 
extremer Kalziumgehalt wie im verwendeten belasteten Boden verursacht diese Wirkung mit 
großer Wahrscheinlichkeit auch bei eigentlich kalkliebenden Pflanzen wie der Luzerne.   
Des Weiteren ist auch der Sulfatgehalt des belasteten Bodens mit 32.209 mg/kg TS extrem 
hoch. Ein Sulfatüberschuss kann ebenfalls eine toxische Wirkung auf Pflanzen haben und 
das Wachstum deutlich negativ beeinflussen (Rennenberg, 1984). 
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Ein weiterer zusätzlicher Faktor könnte Stickstoffmangel sein. Zwar waren die 
Versuchspflanzen teilweise mit dem Stickstoff fixierenden E. meliloti L33 inokuliert, doch 
hatten diese Pflanzen nur sehr wenige, kleine und ineffektive Knöllchen, so dass auch diese 
Pflanzen vom Stickstoffgehalt des Bodens abhängig waren. Zwar hatten beide Böden einen 
ähnlich geringen Stickstoffgehalt, doch waren im Ackerboden wegen effektiver Symbiosen 
die Luzernepflanzen im Gegensatz zum belasteten Boden nicht auf den Stickstoffgehalt des 
Bodens angewiesen. Wie in Kapitel C.2.3 beschrieben, wuchsen im belasteten Boden nur 
die Puffbohne und die nodulierten Erbsenpflanzen gut, während alle anderen (nicht 
nodulierten) Pflanzen nur sehr schlecht wuchsen. Dieses Ergebnis unterstützt die Theorie 
des Stickstoffmangels als eine Ursache für das schlechte Wachstum.  
Auffällig waren bei den im belasteten Boden gewachsenen Pflanzen die im Verhältnis zum 
Spross sehr langen Wurzeln. Möglicherweise hatten die Pflanzen den Großteil ihrer Energie 
in das Wurzelwachstum investiert, um den ungeeigneten Bodenbedingungen auszuweichen 
und bessere Wachstumsbedingungen zu finden. 
Das sehr gute Wachstum der Luzernepflanzen im Bodengemisch, was sogar das Wachstum 
im Ackerboden übertraf, überraschte. Offensichtlich verbesserten bestimmte Bestandteile 
des belasteten Bodens die Bodeneigenschaften des Bodengemischs im Vergleich zum 
Ackerboden. Beispielsweise enthielt der belastete Boden etwa 84 mg Phosphat pro kg TS, 
während im Ackerboden kein Phosphat detektiert werden konnte. Es ist also möglich, dass 
das Wachstum im Ackerboden durch Phosphatmangel limitiert wurde, während im 
Bodengemisch wegen des P-Gehaltes des belasteten Bodens dieses nicht oder zumindest 
deutlich weniger limitierend wirkte. Auch geringe Metallkonzentrationen können fördernd auf 
das Wachstum von Luzernepflanzen wirken. So beobachtete Peralta-Videa (2002) ein 
verbessertes Wachstum bei Luzerne in einem Agar basierten Medium bei Zugabe von je 5 
mg/l Cd (III), Cr(VI), Cu(II), Ni(II) oder Zn(II). Vermutlich bot die Kombination aus besserer 
Nährstoffversorgung als im Ackerboden kombiniert mit geringerer Metall-, Sulfat- und 
Kalziumbelastung als im belasteten Boden gute Wachstumsbedingungen für die 
Luzernepflanzen. Das Ergebnis steht in Kontrast zu den Ergebnissen von McGrath et al. 
(1988), die mit zunehmender Menge eines Schwermetall belasteten Bodens in einer 
Bodenmischung bei Trifolium repens signifikant abnehmende Erträge feststellten. 
Zusammenfassend kann festgehalten werden, dass die Art des verwendeten Bodens einen 
enormen Einfluss auf das Pflanzenwachstum hat.  
Die Inokulation beeinflusste ebenfalls das Luzernewachstum. In allen drei Böden waren die 
Sprosse der inokulierten Luzernepflanzen länger als die der unbeimpften Kontrollpflanzen. 
Auch auf die Blattzahl hatte die Inokulation mit nur einer Ausnahme (Inokulation mit 
E. meliloti L33 im belasteten Boden) positive Auswirkungen. Die Trockengewichte wurden im 
Ackerboden und der Bodenmischung ebenfalls positiv beeinflusst. Obwohl die Differenzen 
DISKUSSION 
 106
zwischen den verschieden inokulierten Chargen und der unbeimpften Kontrolle nur in 
manchen Fällen statistisch signifikant waren, sind doch positive Effekte der Inokulation klar 
erkennbar. Bemerkenswert ist, dass A. brasilense Sp7 überhaupt positive Effekte auf das 
Luzernewachstum im belasteten Boden hatte, denn der Stamm war in diesem Boden in 
keinem der Ansätze detektierbar. Entweder hatte er also zu Versuchsbeginn eine 
nachhaltige Wirkung auf die noch sehr jungen Pflanzen, bevor er verschwand, oder der 
Stamm überlebte mit Zellzahlen unterhalb des Detektionslimits, die aber für eine positive 
Wirkung ausreichten. 
Die Ergebnisse stehen im Einklang mit früheren Studien, in denen positive Effekte von 
A. brasilense (Lin et al., 1983; Bashan & Holguin, 1997; Hamaoui et al., 2001), Rhizobium 
(Nambiar, 1985) und Koinokulation aus Azospirillen und Rhizobien (Itzigsohn et al., 1993; 
Bashan & Holguin, 1997) auf verschiedene Pflanzen nachgewiesen wurden. Auch auf 
Leguminosen konnten positive Effekte durch eine Inokulation mit A. brasilense Sp7 
nachgewiesen werden. So erhielten Hamaoui et al. (2001) signifikant größere Spross- und 
Wurzeltrockengewichte bei Cicer arietinum and Vicia faba, wenn diese mit A. brasilense Sp7 
inokuliert wurden. Im Gegensatz dazu hatte in der vorliegenden Arbeit im belasteten Boden 
die Koinokulation negative Effekte auf die TG der Wurzeln und jede Inokulation hatte 
negative Effekte auf die TG der Sprosse. Signifikant war davon aber nur der negative Effekt 
der Inokulation mit E. meliloti L33 auf die TG der Sprosse. Dieses Ergebnis ist kein Einzelfall. 
Verschiedene Studien berichten von keinen oder sogar negativen Effekten einer 
Rhizobieninokulation auf Leguminosen (Nambiar, 1985). Burdman et al. (1997) z.B. 
berichten, dass die Koinokulation von Rhizobium und Azospirillum die Spross- und 
Wurzeltrockengewichte von Phaseolus vulgaris im Vergleich zur Kontrolle reduzierte. 
Überraschend ist nur, dass die negativen Effekte im belasteten Boden auftraten. Im 
Gegensatz zu diesen Ergebnissen fand Egamberdiyeva (2007), dass die positiven Effekte 
von PGPR auf das Wachstum von Mais in nährstoffarmen Böden größer sind als in 
nährstoffreichen Böden. Demnach wären im belasteten Boden sogar größere positive Effekte 
der Inokulation zu erwarten gewesen als im Ackerboden.  
Zusammenfassend kann gesagt werden, dass zwar jede Inokulation das Luzernewachstum 
beeinflusste, die Effekte aber gering waren und sich auch je nach verwendetem Boden 
unterschieden. Im belasteten Boden war nur der positive Effekt des A. brasilense Sp7 auf die 
Sprosslänge signifikant, im Ackerboden die Inokulation mit A. brasilense Sp7 auf 
Sprosslänge und Trockengewichte und die Koinokulation zusätzlich auf die Blattanzahl. Im 
Bodengemisch hatte keine Inokulation einen statistisch signifikanten Effekt auf das 
Luzernewachstum, was möglicherweise daran liegt, dass der enorme positive Effekt durch 
diese Bodenart die evtl. vorhandenen, aber nur geringen Effekte der Inokulation verdeckte. 
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Insgesamt betrachtet erzielte die Inokulation mit A. brasilense Sp7 den besten Effekt, 
während die Inokulation mit E. meliloti L33 die schlechtesten Ergebnisse erbrachte. Die 
Ergebnisse zeigen, dass der Einfluss des verwendeten Bodens auf das Luzernewachstum 
sehr viel größer ist als der einer Inokulation. 
Nodulation und Nitrogenaseaktivität 
Der verwendete Boden hatte nicht nur Auswirkungen auf das Wachstum der 
Luzernepflanzen, sondern auch auf die Bildung von Wurzelknöllchen. Im belasteten Boden 
waren ausschließlich die Luzernepflanzen noduliert, die mit dem Knöllchen bildenden 
E. meliloti L33 inokuliert waren. Dieses Ergebnis zeigt zum einen, dass in dem belasteten 
Boden keine Luzerne nodulierenden Rhizobien vorkommen. Das wird durch das Ergebnis 
des Tests auf Vorkommen endogener Rhizobien im belasteten Boden bestätigt. Zum 
anderen zeigt es, dass die nicht mit E. meliloti L33 inokulierten Pflanzen auch nicht mit 
diesem Bakterium kontaminiert worden waren. Dies unterstützt die Ergebnisse der Detektion 
der zur Inokulation verwendeten Bakterienstämme aus den Rhizosphären, wo in keinem Fall 
in den unbeimpften Ansätzen einer der Bakterienstämme detektiert werden konnte. Beides 
zeigt, dass keine Kontamination zwischen den verschieden inokulierten Ansätzen stattfand. 
Der belastete Boden hemmt offensichtlich sowohl die Nodulation, als auch die 
Nitrogenaseaktivität. Die Pflanzen hatten nur sehr wenige, kleine und weiße Knöllchen, was 
eine Ineffektivität erwarten ließ. Dementsprechend konnte auch bei keiner der 
Luzernepflanzen eine Nitrogenaseaktivität festgestellt werden.  
Im Ackerboden waren die Pflanzen aller Inokulationschargen noduliert, d.h. in diesem Boden 
gehören Luzerne nodulierende Rhizobien zur endogenen Bakterienpopulation. Dies 
entspricht den Erwartungen, da bis vor zwei Jahren mehrere Jahre lang Luzerne auf dem 
Feld kultiviert wurde, von dem der Boden stammt. Dementsprechend waren auch alle 
Pflanzen in der Bodenmischung noduliert. Die Pflanzen im Bodengemisch wiesen mit 
Abstand die meisten Knöllchen auf, die groß, rosa und aktiv waren, was darauf hinweist, 
dass das Bodengemisch einen positiven Einfluss auf die Nodulation hat. Auch die Messung 
der Nitrogenaseaktivität wies auf einen positiven Einfluss durch das Bodengemisch hin, da 
im Vergleich der Böden bei allen Beimpfungschargen im Bodengemisch prozentual bei mehr 
Pflanzen Nitrogenaseaktivität nachweisbar war als im Ackerboden. McGrath et al. (1988) 
hatten übereinstimmend mit den Ergebnissen dieser Arbeit nur kleine, weiße und inaktive 
Wurzelknöllchen an Trifolium repens in mit Klärschlamm behandeltem, kontaminiertem 
Boden gefunden, während die Pflanzen im Referenzboden große, rosa und aktive Knöllchen 
aufgewiesen hatten. Ursache waren möglicherweise die Arsen-, Zink- und Cadmiumgehalte 
des Bodens. Pajuelo et al. (2008) fanden, dass bei einem hochgradig arsenresistenten und 
symbiotisch effektiven Ensifer-Stamm schon 25-35 µM Arsen eine Reduktion der rhizobiellen 
Infektionen um 90% und eine Verminderung der Knöllchenanzahl um 75% bewirkten, und 
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Ibekwe et al. (1996) zeigten, dass die Nodulation in der Ensifer-Medicago sativa-Symbiose 
durch die Zugabe von Cadmium und Zink vor der Inokulation deutlich beeinträchtigt ist. Da in 
den Ansätzen noch zahlreiche lebende Rhizobien nachweisbar waren, ist die Ursache für die 
inhibierte Nodulation wahrscheinlich eine Beeinträchtigung der Pflanze, z. B. Verringerung 
von Wurzelwachstum und Wurzelhaarbildung oder eine funktionelle Beeinträchtigung der 
Rhizobien. 
Auch die Inokulation hatte Effekte auf Nodulation und Nitrogenaseaktivität. Im Ackerboden 
und im Bodengemisch hatten sowohl die koinokulierten, als auch die mit A. brasilense Sp7 
inokulierten Pflanzen jeweils mehr Wurzelknöllchen als die unbeimpften Kontrollpflanzen und 
die mit E. meliloti L33 inokulierten Pflanzen. Burdman et al. (1996) fanden damit 
übereinstimmend, dass A. brasilense signifikant die Knöllchenanzahl bei Phaseolus vulgaris 
erhöhte. Auch andere Autoren bestätigen die positive Wirkung von Azospirillen auf die 
Nodulation (Singh & Subba Rao, 1979; Itzigsohn et al., 1993; Burdman et al., 1997). Ursache 
ist wahrscheinlich der positive Effekt dieses Bakteriums auf die Wurzelhaarbildung, der auf 
der Sekretion nod-Gen induzierender Flavonoide durch die Pflanze beruht. Im Ackerboden 
hatte die Koinokulation als einziges auch einen positiven Effekt auf die Nitrogenaseaktivität. 
Im Bodengemisch beeinflusste keine Inokulation die Nitrogenaseaktivität. Im belasteten 
Boden hatte A. brasilense Sp7 im Gegensatz zu den beiden anderen Böden keinen positiven 
Effekt auf die Nodulation, da dort die mit beiden Stämmen inokulierten Pflanzen weniger 
Knöllchen aufwiesen als die nur mit E. meliloti L33 inokulierten Pflanzen. Dies hängt 
wahrscheinlich mit der schlechten Überlebensfähigkeit des A. brasilense Sp7 im belasteten 
Boden zusammen. 
C/N – Verhältnisse der Luzernesprosse und –wurzeln 
Das C/N-Verhältnis bezieht sich auf die bioverfügbaren Anteile von Kohlenstoff (C) und 
Stickstoff (N). Je kleiner der Wert, desto enger ist das C/N-Verhältnis und umso besser ist 
die Stickstoffverfügbarkeit. Bei höheren Pflanzen ist das C/N-Verhältnis >15, wobei krautige 
Pflanzen (Wiese: <40) ein engeres C/N-Verhältnis aufweisen als Holzpflanzen (Holz: 100-
400, Scheffer & Schachtschabel, 2002). Generell ist das C/N-Verhältnis der Wurzelsysteme 
etwas weiter als das der oberirdischen Pflanzenteile, weil der aufgenommene oder fixierte 
Stickstoff nicht in den Wurzeln gespeichert, sondern zu den Orten der Photosynthese in den 
oberirdischen Pflanzenteilen transportiert wird. Leguminosen haben aufgrund ihrer 
Symbiosen mit Stickstoff fixierenden Rhizobien ein sehr günstiges C/N-Verhältnis mit Werten 
von 15-25 (Ettler, 1994).  
Die Ergebnisse der C/N-Analyse entsprechen den Erwartungen. Die C/N-Verhältnisse der 
Sprosse lagen zwischen 10,8 und 15,3, die der Wurzeln waren mit 14,0-21,8 etwas weiter. 
Weder der Boden noch die Inokulation hatten einen nennenswerten Einfluss auf die C/N-
Verhältnisse der Sprosse und Wurzeln. Der Vergleich der unbeimpften Kontrollen aller drei 
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Böden zeigte, dass sowohl im belasteten Boden, als auch in der Bodenmischung die C/N-
Verhältnisse von Sprossen und Wurzeln enger waren als im Ackerboden, was bedeutet, 
dass die N-Versorgung in diesen beiden Böden besser war als im Ackerboden. Der 
Nitratgehalt des belasteten Bodens und damit auch der Bodenmischung war etwas größer 
als der des Ackerbodens, doch dürfte dieser Unterschied – zumindest in der Mischung – 
nicht groß genug sein um die C/N-Verhältnisse zu erklären. Die Ursache für diese positive 
Wirkung des belasteten Bodens blieb im Rahmen dieser Arbeit ungeklärt. 
Die Effekte der Inokulation waren noch geringer und auch weniger eindeutig als die der 
verschiedenen Böden. Die Inokulation mit  E. meliloti L33 im Ackerboden nach 13 Wochen 
Versuchsdauer bewirkte als einzige Inokulation eine Verengung des C/N-Verhältnisses der 
Sprosse und damit eine verbesserte Stickstoffversorgung. In allen anderen Fällen, in denen 
eine Inokulation einen Effekt hatte, wurde das C/N-Verhältnis weiter, wobei aber nicht immer 
dieselbe Inokulation dafür verantwortlich war. Möglicherweise beruhen diese Ergebnisse nur 
auf zufälligen Abweichungen, und die Inokulation würde bei einer größeren Anzahl an 
Parallelpflanzen keine Effekte zeigen. Da in der Literatur für Leguminosen nach dem 
heutigen Kenntnisstand keine vergleichbaren Daten vorliegen, ist eine Beurteilung schwierig. 
Vohník et al. fanden 2005 heraus, das die Inokulation mit dem Ektomykorrhizapilz 
Oidiodendron maius sowie die Koinokulation mit O. maius und dem dunklen septierten 
Wurzelpilz Phialocephala fortinii bei Rhododendron das C/N-Verhältnis verengt. Ein 
Vergleich dieser Studie mit der vorliegenden Arbeit muss wegen der Verwendung völlig 
anderer Pflanzen und Inokulanten jedoch mit Vorsicht betrachtet werden. 
 
D.2.2 Vergleich optimal gewachsener Luzernepflanzen mit den Luzernepflanzen 
der Inokulationsversuche 
Um die optimalen Nährstoffbedingungen für das Wachstum von Luzernepflanzen zu 
ermitteln, wurden Testpflanzen angezogen in Vermehrungserde Typ VM ohne zusätzlichen 
Dünger sowie in Ackerboden mit zusätzlicher Düngung mit verschiedenen Stickstoffgehalten. 
Die Ergebnisse waren relativ ähnlich. Die VM-Erde hatte gegenüber den beiden anderen 
Varianten einen positiven Einfluss auf die TG, was zeigt, dass diese Erde etwas optimalere 
Wachstumsbedingungen für die Luzerne bietet als der Ackerboden, selbst wenn dessen 
Nährstoffgehalt durch zusätzlichen Dünger verbessert wird. Die unterschiedlich gute 
Stickstoffversorgung bei den beiden Ansätzen im Ackerboden beeinflusste das Wachstum 
der Luzernepflanzen nicht. Das zeigt, dass auch die geringere der verwendeten 
Stickstoffkonzentrationen für das Luzernewachstum vollkommen ausreichend war. 
Beim Vergleich der unter optimalen Bedingungen gewachsenen Luzernepflanzen im 
Ackerboden mit denen der Versuchsreihe im Ackerboden ist klar erkennbar, dass der 
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ungedüngte Ackerboden der Luzerne keine optimalen Wachstumsbedingungen bietet, da 
sowohl nach 6 als auch nach 13 Wochen die unbeimpften Pflanzen der Versuchsreihen 
geringere Sprosslängen, Blattanzahlen und TG aufwiesen als die unter optimalen 
Bedingungen gewachsenen Luzernepflanzen. Interessanterweise wiesen auch die 
inokulierten Luzernepflanzen bei fast allen betrachteten Parametern signifikant schlechtere 
Werte auf als die unter optimalen Bedingungen gewachsenen Pflanzen. Ausnahmen waren 
die mit A. brasilense Sp7 inokulierten Pflanzen. Deren Sprosslängen waren weder nach 6 
noch nach 13 Wochen signifikant kleiner als die der unter optimalen Bedingungen 
gewachsenen Pflanzen und auch die Wurzeltrockengewichte dieser Pflanzen waren nach 13 
Wochen nicht signifikant geringer. Diese Ergebnisse bestätigen daher die Erkenntnisse der 
Inokulationsversuche: Zum einen hat der verwendete Boden eine weitaus größere 
Bedeutung für das Wachstum als eine Inokulation. Zum anderen bestätigt sich hier, dass die 
Inokulation mit A. brasilense Sp7 von den verwendeten Inokulation die besten Effekte erzielt. 
 
D.2.3 Effekte der Inokulation auf Birken 
In der vorliegenden Arbeit sollte nicht nur die Wirkung der Inokulation mit den verwendeten 
Bakterienstämmen auf die Wirtspflanze des E. meliloti L33 untersucht werden, sondern auch 
deren mögliche Wirkung auf eine Holzpflanze, die weder eine Wirtspflanze für den 
Rhizobienstamm darstellt, noch zu den Pflanzen gehört, die standardmäßig mit PGPR wie 
dem verwendeten A. brasilense Sp 7 inokuliert werden. 
Pflanzenwachstum 
Die Auswirkungen der Inokulation auf das Wachstum der Birken waren insgesamt sehr 
gering. Nach 6wöchiger Versuchsdauer hatte keine Inokulation einen statistisch signifikanten 
positiven Effekt auf die betrachteten Wachstumsparameter Größenzuwachs, Blattanzahl und 
Blattfläche pro Blatt, obwohl jede Inokulation im Vergleich zur Kontrolle die Blattfläche pro 
Blatt vergrößerte, jede bis auf A. brasilense Sp 7 die Blattanzahl erhöhte und E. meliloti L33 
sowie die Koinokulation ohne Luzerne den Größenzuwachs verstärkte. Die Inokulation hatte 
demnach in diesem Zeitrahmen keinen oder nur einen sehr geringen Einfluss auf das 
Wachstum der Birken. Nach 13 Wochen Versuchsdauer hatte die Inokulation mit 
A. brasilense Sp 7 den einzigen statistisch signifikant positiven Effekt auf das 
Birkenwachstum: Sie verstärkte den Größenzuwachs. Auch hier zeigten sich positive 
Tendenzen der anderen Inokulationsvarianten: Jede Inokulation erhöhte den 
Größenzuwachs im Vergleich zur Kontrolle sowie die Blattanzahl, und E. meliloti L33 sowie 
die Koinokulation ohne Luzerne vergrößerten die Blattfläche pro Blatt. Insgesamt waren aber 
auch nach 13 Wochen die Effekte nur gering. Entweder war die gewählte Versuchsdauer für 
die langsam wachsende Birke zu kurz, oder die zur Inokulation verwendeten 
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Bakterienstämme haben tatsächlich kaum einen Einfluss auf das Birkenwachstum. Um das 
abschließend beantworten zu können, müssten weitere, langfristigere Untersuchungen 
durchgeführt werden. 
Die Verhältnisse von Spross- zu Wurzel-TG lagen nach 6 Wochen bei allen 
Beimpfungschargen um eins. Nur bei Charge 5 (Koinokulation ohne Luzerne) war dieses 
Verhältnis größer als eins, d.h. hier waren die Sprosse im Verhältnis zur Wurzel etwas 
schwerer. Nach 13 Wochen waren die Verhältnisse kleiner als eins, d.h. im Laufe der Zeit 
wurden die Wurzel-TG größer als die Spross-TG. Den einzigen statistisch signifikanten 
Effekt im Vergleich zur Kontrolle hatte hier die Inokulation mit E. meliloti L33, die ein 
größeres Sprosstrockengewicht im Verhältnis zu Wurzel bewirkte. Da sich die 
Rhizosphärenforschung von Bäumen vorwiegend auf Mykorrhizapilze konzentriert, gibt es 
bisher nur wenige ähnliche Untersuchungen. Chanway berichtete 1997, dass die Biomasse 
von Küstenkiefer- und Fichtenkeimlingen durch die Inokulation mit PGPR nach einem Jahr 
um 32%-49% zunahm. Aslantas et al. (2007) beobachteten bei Apfelbäumchen nach 
Inokulation mit PGPR einen Anstieg in der Fruchtmenge und ein um bis zu 59% verstärktes 
Längenwachstum des Sprosses gegenüber der Kontrolle. Außerdem wurde der 
Wurzeldurchmesser der Apfelbäumchen durch die Inokulation um bis zu 16% vergrößert. Die 
Autoren vermuteten die Phytohormonbildung der PGPR als Ursache für die positiven Effekte. 
Enebak et al. (1998) inokulierten Weihrauch- und zentralamerikanische Kiefernkeimlinge mit 
verschiedenen PGPR. Die Inokulation hatte z. T. positive, z. T. auch negative Effekte auf 
Keimlingswachstum und Biomasse. Egamberdiyeva & Haahtela (2003) beobachteten bei 
Pinus sylvestris und Betula pendula 12 Wochen nach einer Inokulation mit Bacillus 
megaterium und B. longisporus positive Effekte auf das Sprosswachstum. Zaady et al. 
beobachteten 1993, dass A. brasilense Cd die Entwicklung von Eichenkeimlingen fördern 
kann, allerdings nur, wenn die Bakterien mit Malat als Kohlenstoffquelle angezogen worden 
waren. In einer weiteren Studie wurde Casuarina cunninghamiana (australische Kiefer) mit 
A. brasilense Az39-INTA inokuliert. Die Inokulation führte zu einem Biomassezuwachs von 
90% gegenüber der Kontrolle (Rodríguez-Barrueco et al., 1991). Ein Vergleich der 
aufgeführten Studien mit den Ergebnissen dieser Arbeit muss mit Vorsicht betrachtet 
werden, da mit Ausnahme der beiden letztgenannten Studien andere PGPR verwendet 
wurden und die verwendeten Nadel- und Obstbäume möglicherweise anders auf eine 
Inokulation reagieren als die Birke. Außerdem wurden in den o.g. Studien die zu 
untersuchenden Bäume in keinem Fall in Kokultur mit einer Leguminose kultiviert und mit 
Rhizobien inokuliert. 
C/N – Verhältnisse der Birkensprosse und -wurzeln 
In allen Fällen waren die C/N-Verhältnisse nach 6 Wochen enger als nach 13 Wochen und 
bei den Wurzeln weiter als bei den Sprossen. Dieses Ergebnis entspricht dem der 
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Luzernesprosse und -wurzeln. Scheffer und Schachtschabel (2002) geben für den Zuwachs 
(Blätter und Ästchen) von Laubbäumen ein C/N-Verhältnis von 30-50 an, was mit den 6-
Wochen-Werten der Birkensprosse in dieser Arbeit gut übereinstimmt (35-58). Die hier nach 
13 Wochen erhaltenen Werte waren allerdings deutlich weiter (91-102), was auf einen 
Stickstoffmangel hindeutet. Dies lässt sich erklären mit den geringen Nitrit- und 
Nitratgehalten des Ackerbodens. Während nach 6 Wochen die Inokulation mit E. meliloti L33 
das C/N-Verhältnis weitete und die restlichen Inokulationsvarianten es verengten, bewirkte 
nach 13 Wochen jede Inokulation eine Verengung der C/N-Verhältnisse im Vergleich zur 
Kontrolle. Da ein engeres C/N-Verhältnis mehr Stickstoff im Vergleich zum Kohlenstoff 
bedeutet, kann aus diesem Ergebnis geschlossen werden, dass die Inokulation die 
Stickstoffversorgung der Birkensprosse verbesserte. Auch die C/N-Verhältnisse der Wurzeln 
wurden nach 6 Wochen durch alle Beimpfungen verengt, außer durch E. meliloti L33. Nach 
13 Wochen bewirkte nur die Inokulation mit A. brasilense Sp7 eine Verengung des C/N-
Verhältnisses.  
Die C/N-Verhältnisse für Feinwurzeln werden von Scheffer und Schachtschabel (2002) mit 
55 angegeben. Dem entspricht nur das C/N-Verhältnis der mit A. brasilense Sp7 inokulierten 
Charge nach 6 Wochen. Der Rest der Werte bewegte sich zwischen 64 und 91 (6 Wochen) 
bzw. 77 und 127 (13 Wochen). Der für Wurzelholz angegebene Wert von 190 wurde in 
keiner Charge gemessen. Das entspricht den Erwartungen, weil die Birkenwurzeln noch zu 
fein waren, um als „Holz“ zu gelten. Möglicherweise befanden sie sich entsprechend des 
Birkenalters in einem Übergangsstadium zwischen Feinwurzeln und Holz. Die Ergebnisse 
deuten insgesamt auf einen positiven Effekt von A. brasilense Sp7 auf die 
Stickstoffversorgung von Birken hin, während E. meliloti L33 keinen nachweislich positiven 
Effekt auf die Stickstoffversorgung von Birken hat. 
 
D.2.4 Detektion der zur Inokulation verwendeten Stämme 
D.2.4.1 A. brasilense Sp7 und E. meliloti L33 in der Rhizosphäre 
Die Detektion der zur Inokulation verwendeten Stämme nach Beendigung der Versuche 
wurde erschwert durch starkes Wachstum von Schimmelpilzen auf den Detektionsplatten 
und im Fall des E. meliloti L33 zusätzlich durch bakterielles Fremdwachstum. Daher wurden 
keine KBE bestimmt. 
Generell nehmen die Zellzahlen von in natürliche Böden eingeführten Bakterien nach kurzer 
Zeit rapide ab. Dies gilt auch für Azospirillum (Bashan et al., 2004) und E. meliloti L33 
(Selbitschka et al., 2006). Ursachen für die abnehmenden Zellzahlen sind z.B. der 
physiologische Zustand der inokulierten Zellen, die biotischen und abiotischen Interaktionen 
im Boden, die Bodeneigenschaften und die Nährstoffverfügbarkeit (van Veen et al., 1997). 
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Auch in der vorliegenden Arbeit waren die zur Inokulation verwendeten Stämme nach 
Beendigung der Versuche nicht in allen Ansätzen detektierbar, und nach 13 Wochen in 
deutlich weniger Ansätzen nachweisbar als in den entsprechenden 6wöchigen Ansätzen. 
Dies muss aber nicht zwingend bedeuten, dass der jeweilige Stamm in dem betreffenden 
Ansatz nicht überlebt hatte. Es ist ebenso gut möglich, dass die Zellzahlen lediglich 
unterhalb des Detektionslimits lagen, oder dass sie wegen des Pilzwachstums auf den 
Detektionsplatten nicht erfasst wurden. Positiv zu bewerten ist, dass keiner der Stämme in 
Ansätzen detektierbar war, die nicht mit ihm inokuliert waren. Auch wenn es aus o. g. 
Gründen kein sicherer Beweis ist, weist es doch darauf hin, dass keine Kontamination 
zwischen den unterschiedlich inokulierten Chargen stattgefunden hat. 
E. meliloti L33 war in Charge 1 (L33) sowohl im Ackerboden, als auch im belasteten Boden 
nach 6 Wochen in den meisten Ansätzen detektierbar, was zeigt, dass der Stamm in beiden 
Böden mindestens einige Wochen lang überlebensfähig ist. Selbitschka et al. (2006) konnten 
den Stamm sogar nach 7 Jahren noch nach einem Freilandexperiment aus dem Boden 
detektieren, wobei auch diese Forschergruppe in den ersten vier Monaten eine starke 
Abnahme der Zellzahl verzeichnete. Auch andere Arbeitsgruppen bestätigen ein langfristiges 
Überleben von in Böden eingeführten Bakterienstämmen bei Feldexperimenten. So war 
Bradyrhizobium japonicum sogar nach 13 Jahren noch im Boden nachweisbar (Brunel et al., 
1988).  
In den Chargen ohne seine Wirtspflanze Luzerne war E. meliloti L33 im belasteten Boden 
gar nicht und im Ackerboden nur in 10% der Ansätze detektierbar. Der Stamm kommt also 
mit den Bedingungen im wurzelfreien Boden offensichtlich nur schlecht zurecht. Dieses 
Ergebnis unterstützt die Beobachtung von Hagen et al. (1997), dass die Anwesenheit seiner 
Wirtspflanze Luzerne das Überleben des E. meliloti L33 verbessert. Ein Grund hierfür ist 
wahrscheinlich die schlechte Nährstoffverfügbarkeit des wurzelfreien Bodens verglichen mit 
der Rhizosphäre. In allen Chargen war E. meliloti L33 im Ackerboden jeweils in einem 
größeren Anteil der Ansätze nachweisbar als im belasteten Boden. Diese Beobachtung 
deckt sich mit den Ergebnissen von Broos et al. (2005), die fanden, dass das Überleben von 
Rhizobien durch mit Zink kontaminierte Böden stark negativ beeinflusst wird. 
Interessanterweise war E. meliloti L33 im Bodengemisch in keinem einzigen Ansatz 
detektierbar. Das verwundert, da der Stamm in jedem der Einzelböden nachweisbar war. 
Ausserdem waren in der Bodenmischung sämtliche Pflanzen noduliert, auch die unbeimpften 
Kontrollpflanzen, was beweist, dass einige Rhizobien in diesem Bodengemisch durchaus 
lebensfähig sind. Die Ursache für das Verschwinden des E. meliloti L33 im Bodengemisch 
konnte im Rahmen dieser Arbeit nicht gefunden werden und bedarf weiterer 
Untersuchungen. 
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A. brasilense Sp7 konnte im belasteten Boden in keinem Ansatz nachgewiesen werden. 
Obwohl nicht ausgeschlossen werden kann, dass nach Versuchsende noch lebende Zellen 
unterhalb des Detektionslimits im Boden vorhanden waren, zeigt das Ergebnis deutlich, dass 
A. brasilense Sp7 unter den Bedingungen des belasteten Bodens nur schlecht bis gar nicht 
überlebensfähig ist. Da eine frühere Studie zeigte, dass hohe Level an Kalziumkarbonat im 
Boden signifikant nachteilige Effekte auf das Überleben von 5 getesteten Azospirillum spp. 
hatten (Bashan et al., 2004), ist anzunehmen, dass der hohe Kalziumgehalt des belasteten 
Bodens für das schlechte Überleben des A. brasilense Sp7 verantwortlich ist. 
Im Ackerboden fand der Stamm dagegen offensichtlich nahezu optimale Bedingungen vor, 
da er nach 6 Wochen in fast allen mit ihm beimpften Ansätzen nachweisbar war, sogar in 
denen ohne Luzerne. Bashan et al. (1995) untersuchten das Überleben von A. brasilense 
Sp7 in Böden mit und ohne Pflanze. Sie fanden, dass A. brasilense in 23 getesteten Böden 
unabhängig von Bodentyp und Bakterienstamm jeweils so lange überlebte, wie eine Pflanze 
vorhanden war, während in Abwesenheit einer Pflanze die Bakterien je nach Boden z.T. 
schon nach 35 Tagen nicht mehr detektierbar waren. Auch bei A. brasilense Sp7 zeigte sich 
eine schlechtere Detektierbarkeit nach 13 Wochen, die aber deutlich geringer ausfiel als bei 
E. meliloti L33.  
Im Bodengemisch war A. brasilense Sp7 in weniger Ansätzen je Charge detektierbar als im 
Ackerboden, was mit weniger optimalen Bedingungen aufgrund der Metall- oder 
Kalziumbelastung begründet werden kann. Aus den Ergebnissen ist klar ersichtlich, dass 
A. brasilense Sp7 umso schlechter überlebt, je höher der Anteil des belasteten Bodens ist. 
Wie im Ackerboden überlebte A. brasilense Sp7 auch im Bodengemisch in Anwesenheit 
einer Pflanze nicht besser als in deren Abwesenheit. Wegen der schlechteren 
Nährstoffverfügbarkeit im wurzelfreien Boden ist dieses Ergebnis überraschend. 
Möglicherweise lässt sich dieser Umstand dadurch erklären, dass Azospirillen unter 
Stressbedingungen wie Wasser-, Metall- oder Nährstoffstress Zysten bilden, besondere 
Überdauerungsformen, die das Überleben verbessern (Bashan & Holguin, 1997). 
 
D.2.4.2 E. meliloti L33 in den Wurzelknöllchen 
Eine Methodenvalidierung hatte gezeigt, dass die Detektion des E. meliloti L33 nur 
unzureichend funktionierte und der Stamm lediglich aus 49% der mit ihm infizierten 
Wurzelknöllchen detektiert werden kann. E. meliloti L33 konnte jedoch nur in drei von 
insgesamt 225 möglicherweise mit L33 infizierten Knöllchen detektiert werden. Dieses 
unerwartet negative Detektionsergebnis überraschte. Alle im belasteten Boden an den 
Luzernepflanzen gefundenen Wurzelknöllchen waren mit an Sicherheit grenzender 
Wahrscheinlichkeit mit E. meliloti L33 infiziert, weil die nicht inokulierten Pflanzen 
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ausnahmslos keine Knöllchen aufwiesen. Trotzdem wurde der Stamm in nur einem von 
insgesamt 36 getesteten Knöllchen aus diesem Boden nachgewiesen. Das entspricht 
lediglich 2,8% richtig Positiven. Dieses Ergebnis unterschätzt die tatsächliche Anzahl der mit 
E. meliloti L33 infizierten Knöllchen extrem. Daher muss davon ausgegangen werden, dass 
auch bei den getesteten Knöllchen aus Ackerboden und Bodengemisch die Anzahl der 
Knöllchen mit detektiertem E. meliloti L33 die Anzahl der tatsächlich mit diesem Stamm 
infizierten Knöllchen deutlich unterschätzt, obwohl in diesen beiden Böden wegen endogener 
Rhizobien nicht erwartet wurde, dass alle Knöllchen mit E. meliloti L33 infiziert wären. Die 
einzige mögliche Aussage aus der Detektion des E. meliloti L33 aus Wurzelknöllchen ist 
daher, dass der Stamm prinzipiell sowohl im Acker- als auch im belasteten Boden fähig ist, 
seine Wirtspflanze zu nodulieren. Dies ist interessant, da verschiedene Autoren berichten, 
dass die Nodulation (auch speziell in der Ensifer-Medicago sativa-Symbiose) durch die 
Metalle Arsen, Zink und Cadmium, die alle im belasteten Boden vorkommen, stark 
beeinträchtigt ist (Ibekwe et al., 1996; Pajuelo et al., 2008).  
Ursachen für die nur unzureichend funktionierende Detektion scheint es mehrere zu geben. 
Zum einen funktioniert der Biolumineszenztest bei Knöllchenisolaten nicht zuverlässig, 
obwohl die Methode der Biolumineszenzmessung einwandfrei funktioniert, wie 
Positivkontrollen (Kulturen von Agarplatten) bei jeder Messung bestätigten. Zum anderen 
lässt sich ein großer Teil der Rhizobien aus Knöllchen nach Ausstreichen auf selektiven 
Agarplatten nicht mehr kultivieren, was eine notwendige Vorraussetzung für den 
nachfolgenden Biolumineszenztest darstellt. Ähnliche Probleme anderer Forscher, die mit 
E. meliloti L33 gearbeitet haben, sind nicht bekannt. Selbitschka et al., die Anfang 1995 ein 
Freilandexperiment mit E. meliloti L33 begannen, konnten den Stamm in Mai und Juli 
desselben Jahres bei Verwendung derselben Methode wie in der vorliegenden Arbeit in 
100% der getesteten Wurzelknöllchen detektieren. 
 
D.3 Analyse der bakteriellen Rhizosphärengemeinschaften 
D.3.1 Genetische Fingerabdrücke der bakteriellen Gemeinschaften 
Aus Bodenproben der verschiedenen Böden von vor Versuchsbeginn sowie aus allen 
Rhizosphären nach Beendigung der Versuche wurden jeweils DNA und RNA isoliert und 
nach Amplifikation die 16S rDNA und die 16S c-rDNA-Fingerabdrücke mittels DGGE 
verglichen. Die DGGE ist eine weit verbreitete Technik zur Analyse mikrobieller 
Gemeinschaften (Duineveld et al., 1998; Smalla et al., 2001; Sharma et al., 2005). 
Gegenüber herkömmlichen Methoden hat die DGGE den Vorteil, kultivierungsunabhängig zu 
sein, so dass nicht nur der geringe kultivierbare Anteil der mikrobiellen Gemeinschaften 
erfasst wird, sondern auch der sehr viel größere nicht kultivierbare Anteil. Die 16S rDNA-
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Proben repräsentieren theoretisch die gesamte im Boden vorhandene Bakterien-
gemeinschaft, während die 16S c-rDNA-Proben die aktive bakterielle Gemeinschaft 
widerspiegeln (Duineveld et al., 2001). 
Die 16S rDNA Bandenmuster des Acker- und des belasteten Bodens unterschieden sich 
deutlich von einander. Das zeigt, dass sich die vorhandenen bakteriellen Gemeinschaften 
der beiden Böden stark unterscheiden. Wegen der großen Unterschiede in der 
Zusammensetzung der beiden Böden war dieses Ergebnis zu erwarten. Während andere 
Autoren berichten, dass eine Kontamination mit Schwermetallen die bakterielle Diversität von 
Böden reduziert (Sandaa et al., 2001; Bamborough & Cummings, 2009), kann das hier nicht 
bestätigt werden, da die beiden Böden zwar in ihren Bandenprofilen stark differierten, aber 
keine offensichtlichen Unterschiede in der Bandenanzahl zeigten. Die 16S rDNA-Profile der 
Bodenmischung zeigten ebenso erwartungsgemäß sowohl die Banden des Ackerbodens, als 
auch die Banden des belasteten Bodens. Parallele rDNA-Proben eines Bodens ergaben 
ausnahmslos optisch identische Bandenprofile, was die Reproduzierbarkeit der Methode 
bestätigt. 
Die beiden 16S c-rDNA Parallelen des Ackerbodens unterschieden sich sowohl von den 
zugehörigen DNA-Proben, als auch von einander. Die gesamte bakterielle Gemeinschaft 
entspricht also nicht der aktiven bakteriellen Gemeinschaft, und letztere kann in 
Parallelproben durchaus unterschiedlich sein. Da die Reproduzierbarkeit der Methode durch 
die optisch identischen Parallelen der DNA-Proben bestätigt ist, sind die unterschiedlichen 
Fingerabdrücke der cDNA-Parallelen tatsächlich auf verschiedene aktive Gemeinschaften 
zurückzuführen und nicht auf eine schlechte Reproduzierbarkeit.  
Die Bandenmuster der 16S rDNA-Parallelproben jeder Charge waren optisch nahezu 
identisch, was bedeutet, dass sich die Gesamt-Bakteriengemeinschaft bei parallelen 
Ansätzen nicht oder nur sehr geringfügig unterscheidet. Nach allen Versuchsreihen sahen 
die Fingerabdrücke der 16S rDNA-Proben aus den verschiedenen Beimpfungschargen 
sowohl einander sehr ähnlich, als auch den Fingerabdrücken der Bodenproben von vor 
Versuchsbeginn. Die Bepflanzung und Bewässerung eines Bodens sowie eine Inokulation 
mit E. meliloti L33, A. brasilense Sp7 oder beiden gemeinsam veränderten die gesamte 
bakterielle Gemeinschaft demzufolge nicht oder nur geringfügig. Dieses Ergebnis stimmt 
überein mit den Ergebnissen mehrerer anderer Studien. Herschkovitz et al. (2005b) z. B. 
erhielten das gleiche Ergebnis für die Azospirillum brasilense-Stämme Cd und Sp245 in der 
Rhizosphäre von Mais, und Lantin (2008) bestätigt das Ergebnis für Rhizobium 
leguminosarum bv. viciae VF39 in der Rhizosphäre von Erbsenpflanzen. Da sich auch die 
Bandenprofile der Proben ohne Luzerne nicht sichtbar von den Bandenprofilen der übrigen 
Chargen unterschieden, hatte offensichtlich auch die Bepflanzung keinen oder nur einen 
sehr geringen Einfluss auf die gesamte bakterielle Gemeinschaft. Dieser Befund stimmt nur 
DISKUSSION 
 117
teilweise mit den Ergebnissen anderer Studien überein. Duineveld et al. (1998) z. B. fanden 
übereinstimmend mit den hier erhaltenen Ergebnissen sehr ähnliche DGGE-Profile für 
Rhizosphären- und wurzelfreien Boden. Umgekehrt zeigen diverse andere Studien, dass die 
Pflanzenspezies durchaus einen Einfluss auf die bakterielle Bodengemeinschaft hat 
(Grayston et al., 1998; Smalla et al., 2001; Sharma et al., 2004). Miethling et al. (2000) 
fanden, dass drei Faktoren die mikrobielle Bodengemeinschaft beeinflussen: 
Pflanzenspezies, Boden und der verwendete Bakterienstamm, wobei die Pflanzenspezies 
den größten Einfluss hatte und der verwendete Bakterienstamm den geringsten. Smalla et 
al. (2001) berichten von pflanzenabhängigen Veränderungen der bakteriellen Gemeinschaft 
in der Rhizosphäre von drei verschiedenen Pflanzen sowie von Unterschieden in den DGGE-
Profilen zwischen Rhizosphäre und wurzelfreiem Boden. Ein Grund für den fehlenden Effekt 
der Luzerne auf die bakterielle Bodengemeinschaft in der vorliegenden Arbeit könnte die zu 
geringe Versuchsdauer sein, denn Smalla et al. (2001) fanden einen Monat nach dem 
Bepflanzen auch noch sehr ähnliche DGGE-Profile. 
Die 16S c-rDNA-Proben der verschiedenen Beimpfungschargen unterschieden sich von den 
jeweiligen 16S rDNA-Proben, was bedeutet, dass die aktive Gemeinschaft sich (wie bei den 
Proben des Ackerbodens von vor den Versuchen) von der gesamten Gemeinschaft 
unterschied. Außerdem unterschieden sich die 16S c-rDNA Proben der verschiedenen 
Beimpfungschargen untereinander, wenn auch nicht sehr stark. Das weist darauf hin, dass 
die Inokulation einen Einfluss auf die aktive Gemeinschaft hat, wenn auch nur einen 
geringen. 
 
D.3.2 Clusteranalysen der genetischen Fingerabdrücke 
Die gebräuchlichste Methode zur Analyse von DGGE-Profilen ist die auch hier verwendete 
unweighted pair group method using arithmetic averages (UPGMA) in Kombination mit dem 
Pearson-Korrelationsindex. Zusätzlich zum Kurven-basierten Pearson-Korrelationsindex 
wurde vergleichend der Banden-basierte Jaccard-Index verwendet. Interessanterweise 
zeigten die aus den DGGE-Gelen kalkulierten Dendrogramme starke Unterschiede abhängig 
vom verwendeten Korrelationskoeffizienten. Dies weist darauf hin, dass eine Clusteranalyse 
kein feststehendes Ergebnis ergibt, das zwangsläufig aus den auszuwertenden Daten 
resultiert, sondern hoch variabel ist je nach verwendeten Kalkulationsparametern. Im 
Gegensatz zu dieser Arbeit, wo sich das mit dem Pearson-Korrelationsindex kalkulierte 
Dendrogramm jeweils stark unterschied von dem entsprechenden mit dem Jaccard-Index 
kalkulierten Dendrogramm, fanden Scanlan et al. (2006) eine Übereinstimmung der beiden 
Methoden.  
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Während in einigen Dendrogrammen eine Clusterung nach 16S rDNA- und 16S c-rDNA- 
Proben erkennbar war, clusterten die Proben in keinem Fall entsprechend der Inokulation. 
Dies bestätigt die optische Auswertung der Gele, nach welcher die 16S rDNA-Proben 
untereinander sehr ähnlich sind, die 16S c-rDNA-Proben sich davon aber etwas 
unterscheiden. Gleichzeitig bestätigen sämtliche Dendrogramme – unabhängig vom 
verwendeten Korrelationskoeffizient – den minimalen bis nicht vorhandenen Effekt der 
Inokulation auf die bakterielle Gemeinschaft. Offensichtlich ist der Einfluss der Inokulation 
auf die bakterielle Gemeinschaft zu gering, als dass die Effekte per DGGE detektierbar 
wären. Die Parallelproben der Böden von vor den Versuchen clusterten jeweils zusammen. 
Das zeigt zum einen, dass die Ergebnisse für die einzelnen Proben gut reproduzierbar sind 
und zum anderen, dass die Versuche an sich – unabhängig von Inokulation und Bepflanzung 
– zumindest einen kleinen Effekt auf die bakteriellen Gemeinschaften haben. Da dieser 
Effekt weder auf die Bepflanzung, noch auf die Inokulation zurückgeführt werden kann, ist er 
wahrscheinlich durch die Versuchsbedingungen an sich begründet, wie Bewässerung und 
Temperatur. 
 
D.3.3 Phylogenetische Diversität innerhalb von DGGE-Banden 
Aus den Gesamtgelen der Versuchsreihen wurden jeweils vier Banden ausgeschnitten und 
pro Bande 10 Klone sequenziert. Die erhaltenen Sequenzen wurden mit den Datenbanken 
BLAST (Basic Local Alignment Search Tool, ncbi) und SeqMatch (Ribosomal Database 
Project, RDP) ausgewertet, wobei die phylogenetische Einordnung durch die beiden 
verwendeten Datenbanken für viele Sequenzen übereinstimmte, interessanterweise aber 
auch für manche Sequenzen widersprüchlich war. Die Ergebnisse zeigten, dass mit 10 
sequenzierten Klonen je DGGE-Bande die bakterielle Vielfalt innerhalb einer Bande bei 
weitem nicht abgedeckt ist, da die Banden bis zu 10 unterschiedliche Sequenzen ergaben. 
Diese Vielfalt zeigte sich dabei nicht nur in der Anzahl der verschiedenen Sequenzen, 
sondern auch in dem breiten Spektrum verschiedenster Bakterien, mit denen die gefundenen 
Sequenzen hohe Sequenzhomologien aufwiesen. Es wurden Sequenzhomologien von 
nahezu 100% zu typischen Bodenbakterien wie Arthrobacter, Bradyrhizobium, Ensifer und 
Streptomyces gefunden, ebenso zu ubiquitären Bakterien wie Pseudomonas, Sphingomonas 
und Bacillus. Interessanterweise zeigten auch einige Sequenzen der DGGE-Banden nahezu 
100% Homologie zu Bakterienarten, die für Böden eher untypisch sind, z. B. Enhydrobacter 
aerosaccus, der normalerweise in aquatischen Habitaten zu finden ist oder Veillonella-Arten, 
die in den Eingeweiden und der oralen Schleimhaut von Säugetieren (aber nicht des 
Menschen) vorkommen. 
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Die großen Unterschiede zwischen den phylogenetischen Zuordnungen der Sequenzen aus 
Ackerboden und denen aus dem belasteten Boden waren zu erwarten. Da die beiden Böden 
sich in Nährstoffangebot sowie Metall-, Kalk-, und Sulfatgehalt stark von einander 
unterscheiden, ist es folgerichtig, dass auch ihre Bakteriengemeinschaften stark differieren. 
Die DGGE-Profile der beiden Böden unterschieden sich stark in ihren Bandenmustern, was 
sich in den großen Unterschieden zwischen den phylogenetischen Zuordnungen der beiden 
Böden widerspiegelt. Die Anzahl der unterschiedlichen Sequenzen pro DGGE-Bande war bei 
den verschiedenen Böden vergleichbar. Dieses Ergebnis bestätigt ebenfalls das Ergebnis 
der DGGE-Profile, die bei beiden Böden zwar sehr unterschiedliche Bandenmuster zeigten, 
aber keinen offensichtlichen Unterschied in der Bandenanzahl und damit der Anzahl der 
verschiedenen Bakterienarten. Die offensichtlich ähnlich große bakterielle Diversität der 
beiden in dieser Arbeit verwendeten Böden steht im Widerspruch zu den Ergebnissen 
verschiedener anderer Studien, die eine Dezimierung der bakteriellen Diversität im Boden 
bei Metallstress feststellten (Sandaa et al., 1999; Bamborough & Cummings, 2009). 
Die großen Unterschiede bei den phylogenetischen Zuordnungen zwischen der 6wöchigen 
und der 13wöchigen Versuchsreihe im Ackerboden erstaunen. Eine mögliche Ursache ist, 
dass sich während der Versuchsdauer die Zusammensetzung der durch die Pflanzenwurzeln 
abgegebenen Exsudate derart geändert hat, dass nach 6 Wochen völlig andere Bakterien 
gute Lebensbedingungen vorfanden und dementsprechend gut wuchsen als nach 13 
Wochen.  
Einschränkend muss bei den o. g. Überlegungen berücksichtigt werden, dass nicht eine 
komplette Bodenprobe sequenziert wurde, sondern nur einzelne klonierte Genfragmente aus 
DGGE-Banden, die natürlich nur einen winzigen Bruchteil der gesamten vorhandenen 
Bakteriengemeinschaft zeigen können.  
Die Bakterienvielfalt in einer Bodenprobe ist offensichtlich viel zu groß, als das das 
Auflösungsvermögen der DGGE für eine Auftrennung von einer Bakterienart je Bande 
ausreichen würde. Yang & Crowley (2000) fanden ebenfalls in sequenzierten DGGE-Banden 
mehrere z. T. taxonomisch sehr unterschiedliche Bakterien. Ein zusätzlicher Grund für die 
Organismenvielfalt je Bande könnte das häufig beobachtete Phänomen der Komigration sein 
(Vallaeys et al., 1997; Sekiguchi et al., 2001; Ercolini et al., 2003; Zhang et al., 2005), was 
bedeutet, dass Amplifikate verschiedener Organismen im DGGE-Gel zur gleichen Position 
wandern und nicht in unterschiedliche Banden getrennt werden. Die Anzahl der Banden im 
DGGE-Gel stellt also eine erhebliche Unterschätzung der tatsächlich vorhandenen 
Organismenvielfalt einer Probe dar. Zu diesem Schluss kamen auch Vallaeys et al. (1997). 
Torsvik et al. (1990) schätzte die Anzahl verschiedener Genome in Bodenproben auf 104. 
Damit ist offensichtlich, dass nur die dominanten Bakterienpopulationen einer Bodenprobe in 
einem DGGE-Profil zu sehen sein können. Muyzer et al., (1993) haben gezeigt, dass nur 
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Populationen, die 1% oder mehr der Gesamtpopulation ausmachen, in der DGGE 
detektierbar sind. Das Auflösungsvermögen der DGGE ist also derart begrenzt, dass die 
Methode allein zur Analyse kompletter Bodengemeinschaften nicht ausreicht. 
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E Zusammenfassung und Ausblick 
 
In der vorliegenden Arbeit wurde untersucht, inwiefern verschiedene Inokulationsvarianten 
das Wachstum von Luzernepflanzen (Medicago sativa) und Birken (Betula pendula) sowie 
deren bakterielle Rhizosphärengemeinschaften beeinflussen. Die Inokulation erfolgte mit 
dem zu den Rhizobien zählenden Ensifer meliloti L33, mit dem „plant growth promoting 
rhizobacterium“ (PGPR) Azospirillum brasilense Sp7 oder mit beiden Bakterien. Die Wirkung 
der Inokulation wurde vergleichend in verschiedenen Böden untersucht: Verwendet wurden 
ein Ackerboden und ein mit Schwermetallen belasteter Boden sowie ein Gemisch aus beiden 
Böden.  
Zunächst wurden die Böden charakterisiert. Es wurden die Gehalte an Anionen sowie einer 
Reihe von Metallen bestimmt. Es zeigte sich, dass der belastete Boden Konzentrationen von 
Arsen, Blei, Cadmium, Chrom, Kupfer, Thallium und Zink enthält, die oberhalb der 
Vorsorgewerte der BBodSchV liegen bzw. oberhalb der Prüfwerte für Ackerbauflächen und 
Nutzgärten im Fall der Stoffe, für die kein Vorsorgewert existiert. 
Wachstumsversuche mit verschiedenen Leguminosen im belasteten Boden (mehrere 
Bohnen- und Erbsensorten, Wicke und Luzerne) zeigten, dass mit Ausnahme der Puffbohne, 
die im belasteten Boden sehr gutes Wachstum zeigte und im Referenzboden nicht 
überlebensfähig war, alle anderen untersuchten Pflanzen im belasteten Boden nur sehr 
schlecht wuchsen und ein verkümmertes Erscheinungsbild zeigten. 
Die Ergebnisse der Inokulationsversuche zeigten, dass der verwendete Boden einen sehr 
starken Einfluss auf das Wachstum von Luzernepflanzen hat. Im mit Schwermetallen 
belasteten Boden wuchsen die Pflanzen nur sehr schlecht, im Ackerboden gediehen sie gut 
und in der Mischung aus beiden Böden zeigten sie interessanterweise das beste Wachstum. 
Hier müssten weitere Untersuchungen folgen, um die Ursache für das besonders gute 
Wachstum der Luzernepflanzen in der Bodenmischung zu finden. Die getesteten 
Inokulationsvarianten beeinflussten ebenfalls das Luzernewachstum, allerdings nur in 
geringem Ausmaß und häufig nicht statistisch signifikant. In Abbildung 37 sind die statistisch 
signifikanten Effekte der verschiedenen Inokulationsvarianten auf Luzerne und Birke nach 
6wöchiger Versuchsdauer zusammengefasst.  
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Abbildung 37: Zusammenfassung der Effekte der verschiedenen Inokulationen auf Luzerne 
und Birke nach 6 Wochen Versuchsdauer 
+ = positiv beeinflusster Pflanzenparameter 
-  = negativ beeinflusster Pflanzenparameter  
Jedes „+“ steht für einen positiv beeinflussten Pflanzenparameter, jedes „-“ für einen negativ 
beeinflussten Pflanzenparameter. Parameter, die nicht beeinflusst wurden, sind nicht dargestellt. 
Berücksichtigt sind nur statistisch signifikante Effekte. „+,-,-“ z.B. bedeutet, dass durch die 
entsprechende Inokulation drei Pflanzenparameter statistisch signifikant beeinflusst wurden, davon ein 
Parameter positiv, zwei andere negativ. Alle übrigen Parameter wurden nicht signifikant beeinflusst. 
 
Nach 13 Wochen Versuchsdauer waren die Effekte der Inokulation auf das 
Luzernewachstum noch geringer als nach 6 Wochen. Da beide für die Inokulation 
verwendeten Bakterienstämme nach 13 Wochen durchweg in weniger Ansätzen detektiert 
werden konnten als nach 6 Wochen, kann dieses Ergebnis auf sinkende Zellzahlen oder das 
komplette Verschwinden der zur Inokulation verwendeten Bakterienstämme im Boden 
zurückgeführt werden. Insgesamt zeigte die Inokulation mit A. brasilense Sp7 die besten 
Effekte und die Inokulation mit E. meliloti L33 die schlechtesten.  
Alle drei Inokulationsvarianten zeigten im Ackerboden eine deutlichere positive Wirkung als 
in den anderen Böden, was zeigt, dass nicht nur das Luzernewachstum, sondern auch die 
Wirkung einer Inokulation vom Bodentyp abhängig ist. Letzteres ist wahrscheinlich darin 
begründet, dass nicht jeder Bakterienstamm in jedem Boden überlebensfähig ist. So konnte 
A. brasilense Sp7 im belasteten Boden in keiner Charge detektiert werden und E. meliloti 
L33 war im Bodengemisch nicht nachweisbar. Damit erklärt sich auch deren geringe Wirkung 
auf die Luzernepflanzen. Die Auswahl eines geeigneten Bodens ist für das 
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Luzernewachstum folglich von großer Bedeutung, und Wachstumsdefizite bedingt durch 
einen ungeeigneten Boden lassen sich nur in geringem Umfang durch eine Inokulation 
mindern. Vor Bepflanzung und Inokulation von landwirtschaftlichen Flächen ist es daher 
empfehlenswert zu testen, ob die zu kultivierende Pflanze mit dem Boden zurechtkommt, der 
gewünschte Inokulant in dem betreffenden Boden überlebensfähig ist und inwieweit er das 
Wachstum dieser Pflanze in dem speziellen Boden zu fördern vermag. 
Aus ökologischer Sicht ist eine Inokulation landwirtschaftlicher Flächen mit den hier 
verwendeten Stämmen wahrscheinlich unbedenklich, da die Inokulation die gesamte 
bakterielle Gemeinschaft der Böden nicht sichtbar und die aktive Gemeinschaft nur 
unwesentlich beeinflussten. Während andere Autoren bestätigen, dass Ensifer meliloti L33 
und Azospirillum brasilense auch langfristig keine negativen Auswirkungen auf die gesamte 
bakterielle Bodengemeinschaft haben, müsste dies für die aktive bakterielle Gemeinschaft 
(möglichst in mehrjährigen Studien) noch überprüft werden.  
Auf das Wachstum der Birken hatte keine Inokulation eine nennenswerte Wirkung. Lediglich 
A. brasilense Sp7 verbesserte nach 13 Wochen den Größenzuwachs. Hier müssten noch 
weitreichende Untersuchungen folgen. Möglicherweise war die Versuchsdauer dieser Arbeit 
für die langsam wachsende Holzpflanze zu kurz. Eine weitere Möglichkeit ist, dass die hier 
zur Inokulation verwendeten Bakterienstämme grundsätzlich keine Wirkung auf das 
Birkenwachstum haben. Längere, im besten Fall mehrjährige, Untersuchungen müssten 
folgen, um das zu klären. Darüber hinaus wären Beimpfungstests mit verschiedenen 
anderen PGPR eine Möglichkeit herauszufinden, ob andere Bakterienstämme besser zur 
Wachstumsförderung von Birken geeignet sind. 
Zusammenfassend kann gesagt werden, dass die Wirkung der Inokulation auf das 
Pflanzenwachstum nur gering war, während die Art des verwendeten Bodens einen enormen 
Einfluss hat. Die Inokulation mit dem PGPR Azospirillum brasilense Sp7 förderte das 
Wachstum stärker als die Inokulation mit Ensifer meliloti L33 oder eine Koinokulation mit 
beiden Stämmen. Aller Wahrscheinlichkeit nach haben die verwendeten Bakterienstämme 
keine negativen Auswirkungen auf die endogene bakterielle Bodengemeinschaft. 
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F Anhang 
 
F.1 Metallgehalte der verwendeten Böden 
Tabelle 46: Metallgehalte der verwendeten Böden 
Element 
Gehalt Ackerboden 
[mg/kg TS] 
Gehalt belasteter Boden 
[mg/kg TS] 
Aluminium 32633,24 ± 222,18 14002,70 ± 951,85 
Arsen 9,72 ± 6,42 377,71 ± 28,15 
Bor 19,49 ± 1,63 -0,29 ± 3,28 
Barium 141,29 ± 8,83 253,20 ± 94,47 
Beryllium 0,99 ± 0,06 0,71 ± 0,17 
Calcium 31453,73 ± 473,98 294786,92 ± 18449,74 
Cadmium 0,16 ± 0,02 13,66 ± 0,19 
Cobalt 9,66 ± 0,35 13,24 ± 0,94 
Chrom 110,91 ± 58,96 87,93 ± 38,10 
Kupfer 13,73 ± 1,05 101,43 ± 1,77 
Eisen 27097,30 ± 716,64 16822,67 ± 1424,81 
Gallium 8,14 ± 0,39 2,98 ± 0,17 
Kalium 5,54 ± 3,83 9,09 ± 5,29 
Lithium 23,09 ± 1,43 21,40 ± 3,66 
Magnesium 12882,02 ± 220,41 9378,32 ± 4890,16 
Mangan 608,24 ± 4,80 513,16 ± 36,84 
Molybdän 2,02 ± 1,35 1,16 ± 0,11 
Phosphor 807,28 ± 282,91 196,39 ± 11,57 
Blei 15,77 ± 1,77 919,88 ± 132,21 
Rubidium 60,81 ± 12,51 16,80 ± 6,26 
Antimon 0,35 ± 0,01 4,14 ± 0,88 
Selen -1,34 -0,51 ± 0,20 
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Element 
Gehalt Ackerboden 
[mg/kg TS] 
Gehalt belasteter Boden 
[mg/kg TS] 
Zinn 0,90 ± 0,38 1,05 ± 0,66 
Strontium 122,40 ± 10,69 223,00 ± 19,94 
Thallium 0,18 ± 0,11 6,23 ± 2,88 
Zink 49,94 ± 2,07 530,40 ± 1,69 
grau: Wert übersteigt Vorsorgewert BBodSchG für Bodenart Lehm/Schluff bzw. Wirkungspfad Boden - 
Nutzpflanze; Prüfwert Ackerbauflächen + Nutzgärten 
 
F.2 Auswirkung von Bepflanzung und Zeit auf den Schwermetallgehalt 
des belasteten Bodens 
Tabelle 47: Auswirkung von Bepflanzung und Zeit auf den Schwermetallgehalt des belasteten 
Bodens 
Analyt unbepflanzt Birke Birke + Luzerne 
 
Differenz zu 
vorher 
[mg / Kg] 
Differenz zu 
vorher [%] 
Differenz zu 
vorher 
[mg / Kg] 
Differenz zu 
vorher [%] 
Differenz zu 
vorher 
[mg / Kg] 
Differenz zu 
vorher [%] 
Aluminium -834,85 -4,28 2282,14 11,71 2819,77 14,46 
Arsen -128,79 -13,47 -150,00 -15,69 -214,16 -22,41 
Bor < 20 k. A. < 20 k. A. < 20 k. A. 
Barium 72,77 26,95 79,60 29,48 129,48 47,95 
Beryllium -0,55 -31,21 -0,26 -15,02 0,03 1,68 
Calcium -8099,71 -3,81 -6930,76 -3,26 -5011,98 -2,36 
Cadmium -0,49 -4,93 -0,58 -5,90 -0,39 -3,91 
Cobalt -0,47 -1,94 2,02 8,40 2,78 11,53 
Chrom 68,51 54,27 52,48 41,58 42,75 33,86 
Kupfer -27,56 -9,20 -17,93 -5,98 -61,89 -20,66 
Eisen -2880,32 -9,99 -3910,67 -13,57 -3504,51 -12,16 
Gallium 0,47 8,76 0,83 15,24 0,93 17,22 
Kalium 1565,02 18,48 2690,49 31,76 3065,52 36,19 
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Analyt unbepflanzt Birke Birke + Luzerne 
 
Differenz zu 
vorher 
[mg / Kg] 
Differenz zu 
vorher [%] 
Differenz zu 
vorher 
[mg / Kg] 
Differenz zu 
vorher [%] 
Differenz zu 
vorher 
[mg / Kg] 
Differenz zu 
vorher [%] 
Lithium -9,42 -26,23 -0,95 -2,66 6,79 18,92 
Magnesium 2527,25 20,41 4352,48 35,16 6312,65 50,99 
Mangan 44,18 13,33 47,88 14,45 36,24 10,93 
Molybdän -0,61 -22,26 -0,47 -17,18 -0,06 -2,36 
Nickel 11,77 9,71 9,68 7,98 -1,92 -1,59 
Phosphor -91,21 -21,69 10,48 2,49 37,73 8,97 
Blei -283,00 -18,06 -545,51 -34,82 234,37 14,96 
Rubidium 5,21 16,20 8,41 26,18 10,30 32,05 
Antimon -2,30 -28,70 -3,01 -37,60 -3,34 -41,69 
Selen < 0,5 k. A. < 0,5 k. A. < 0,5 k. A. 
Zinn 0,69 38,57 0,10 5,29 0,73 40,59 
Strontium -11,77 -7,86 -11,81 -7,89 -0,05 -0,03 
Tellur < 0,06 k. A. < 0,06 k. A. < 0,06 k. A. 
Thallium 1,83 26,15 1,41 20,20 0,60 8,50 
Zink 7,02 14,61 7,35 15,31 9,22 19,18 
Vanadium -1,57 -0,30 -9,46 -1,81 -10,03 -1,91 
grau: statistisch signifikanter Unterschied zu vor Versuchsbeginn, k. A. = keine Angabe 
Die nur mit Luzerne bepflanzten Ansätze konnten nicht ausgewertet werden, da die Pflanzen 
eingegangen waren. 
 
F.3 Statistische Auswertung der untersuchten Pflanzenparameter 
Tabelle 48: statistische Auswertung der untersuchten Parameter der Luzernepflanzen nach 6 
Wochen Wachstum im belasteten Boden 
Parameter statistisch signifikante Unterschiede 
Luzernegröße 
Sp7 vs. Kontrolle 
Sp7 vs. L33 
Wurzelknöllchen L33 vs. Kontrolle 
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Parameter statistisch signifikante Unterschiede 
L33 vs. Sp7 
Koinokulation vs. Kontrolle 
Koinokulation vs. Sp7 
TG Sprosse L33 vs. Kontrolle 
TG Wurzeln nein 
C/N Sprosse Luzerne nein 
C/N Wurzeln Luzerne 
L33 vs. Sp7 
L33 vs. Kontrolle 
Koinokulation vs. Sp7 
Koinokulation vs. Kontrolle 
Koinokulation vs. L33  
Kontrolle vs. Sp7 
FG Sprosse 
L33 vs. Kontrolle 
Sp7 vs. Kontrolle 
Koinokulation vs. Kontrolle 
Blattanzahl Luzerne nein 
 
Tabelle 49: statistische Auswertung der untersuchten Parameter der Luzernepflanzen und 
Birken nach 6 Wochen Wachstum im Ackerboden 
Parameter statistisch signifikante Unterschiede 
Luzernegröße 
Sp7 vs. Kontrolle 
Sp7 vs. L33 
Koinokulation vs. Kontrolle 
Wurzelknöllchen 
Koinokulation vs. L33 
Koinokulation vs. Kontrolle 
Koinokulation vs. Sp7 
Acetylenreduktionstest nein 
TG Sprosse Luzerne 
Koinokulation vs. Kontrolle 
Koinokulation vs. L33 
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Parameter statistisch signifikante Unterschiede 
Kontrolle vs. Sp7 
TG Wurzeln Luzerne 
Koinokulation vs. Kontrolle 
Koinokulation vs. L33 
Sp7 vs. Kontrolle 
C/N Sprosse Luzerne nein 
C/N Wurzeln Luzerne nein 
FG Sprosse Luzerne Koinokulation vs. Kontrolle 
Blattanzahl Luzerne Koinokulation vs. Kontrolle 
Zuwachs Birkengröße [%] nein 
TG Spross / TG Wurzel Birke nein 
Birkengröße / TG Spross Birke 
Sp7 vs. Koinokulation ohne Luzerne 
Sp7 vs. L33 
C/N Sprosse Birke 
Sp7 vs. L33 
Sp7 vs. Kontrolle 
Sp7 vs. Koinokulation ohne Luzerne 
Sp7 vs. Koinokulation 
C/N Wurzeln Birke 
L33 vs. Sp7 
Kontrolle vs. Sp7 
L33 vs. Koinokulation 
Koinokulation ohne Luzerne vs. Sp7 
Kontrolle vs. Koinokulation 
Koinokulation ohne Luzerne vs. Koinokulation 
Blattanzahl Birken nein 
Blattfläche/Blatt nein 
 
Tabelle 50: statistische Auswertung der untersuchten Parameter der Luzernepflanzen und 
Birken nach 13 Wochen Wachstum im Ackerboden 
Parameter statistisch signifikante Unterschiede 
Luzernegröße nein 
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Parameter statistisch signifikante Unterschiede 
Wurzelknöllchen nein 
Acetylenreduktionstest nein 
TG Sprosse Luzerne 
Sp7 vs. L33 
Sp7 vs. Koinokulation 
TG Wurzeln Luzerne 
Sp7 vs. L33 
Sp7 vs. Koinokulation 
Sp7 vs. Kontrolle 
C/N Sprosse Luzerne 
Sp7 vs. L33 
Sp7 vs. Koinokulation 
Kontrolle vs. Sp7 
Kontrolle vs. L33 
C/N Wurzeln Luzerne nein 
FG Sprosse Luzerne 
Sp7 vs. L33 
Sp7 vs. Koinokulation 
Zuwachs Birkengröße [%] 
Kontrolle vs. Sp7 
Kontrolle vs. L33 
TG Spross / TG Wurzel Birke 
L33 vs. Sp7 
L33 vs. Koinokulation 
L33 vs. Kontrolle 
L33 vs. Koinokulation ohne Luzerne 
Größe / TG Spross Birke Sp7 vs. Koinokulation ohne Luzerne 
C/N Sprosse Birke nein 
C/N Wurzeln Birke 
Sp7 vs. Koinokulation ohne Luzerne 
Sp7 vs. L33 
Sp7 vs. Koinokulation 
Blattanzahl Birken nein 
Blattfläche/Blatt nein 
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Tabelle 51: statistische Auswertung der untersuchten Parameter der Luzernepflanzen nach 6 
Wochen Wachstum im Bodengemisch 
Parameter statistisch signifikante Unterschiede 
Luzernegröße nein 
Wurzelknöllchen nein 
Acetylenreduktionstest nein 
TG Sprosse Luzerne Kontrolle vs. Sp7 
TG Wurzeln Luzerne nein 
C/N Sprosse Luzerne 
Kontrolle vs.  Sp7 
Kontrolle vs. 3 
C/N Wurzeln Luzerne 
Kontrolle vs. Sp7  
Kontrolle vs. Koinokulation 
Blattanzahl Luzerne nein 
FG Sprosse Luzerne nein 
 
 
F.4 Clusteranalysen der genetischen Fingerabdrücke 
 
cDNA E. meliloti L33
cDNA Kontrolle
cDNA belasteter Boden vor Versuchsbeginn 
cDNA belasteter Boden vor Versuchsbeginn
cDNA Koinokulation
cDNA A. brasilense Sp7
DNA belasteter Boden vor Versuchsbeginn
DNA E. meliloti L33
DNA belasteter Boden vor Versuchsbeginn
DNA A. brasilense Sp7
DNA Koinokulation
DNA Koinokulation ohne Luzerne
DNA Kontrolle 
cDNA Koinokulation ohne Luzerne
cDNA belasteter Boden vor Versuchsbeginn
cDNA belasteter Boden vor Versuchsbeginn
cDNA E. meliloti L33
cDNA A. brasilense Sp7
cDNA Koinokulation 
cDNA Koinokulation ohne Luzerne
DNA Kontrolle 
DNA Koinokulation ohne Luzerne
DNA Koinokulation
DNA E. meliloti L33
DNA A. brasilense Sp7
cDNA Kontrolle 
DNA belasteter Boden vor Versuchsbeginn
DNA belasteter Boden vor Versuchsbeginn
Abbildung 38: Dendrogramme der Proben der 6wöchigen Versuchsreihe im belasteten Boden 
links: erstellt mit Jaccard-Index, rechts: erstellt mit Pearson-Korrelationsindex 
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DNA E. meliloti L33
DNA A. brasilense Sp7
DNA Koinokulation
cDNA E. meliloti L33
DNA Kontrolle 
DNA Koinokulation ohne Luzerne
cDNA Kontrolle
cDNA Koinokulation ohne Luzerne
cDNA Koinokulation
cDNA A. brasilense Sp7
cDNA Ackerboden vor Versuchsbeginn
cDNA Ackerboden vor Versuchsbeginn
DNA Ackerboden vor Versuchsbeginn
DNA Ackerboden vor Versuchsbeginn  
cDNA A. brasilense Sp7
DNA Ackerboden vor Versuchsbeginn
cDNA E. meliloti L33
DNA E. meliloti L33
DNA Ackerboden vor Versuchsbeginn
cDNA Ackerboden vor Versuchsbeginn
DNA Koinokulation
DNA Kontrolle 
DNA Koinokulation ohne Luzerne
cDNA Ackerboden vor Versuchsbeginn
DNA A. brasilense Sp7
cDNA Koinokulation
cDNA Kontrolle 
cDNA Koinokulation ohne Luzerne  
Abbildung 39: Dendrogramme der Proben der 6wöchigen Versuchsreihe im Ackerboden 
links: erstellt mit Jaccard-Index, rechts: erstellt mit Pearson-Korrelationsindex 
 
cDNA Ackerboden vor Versuchsbeginn
cDNA Koinokulation
DNA Ackerboden vor Versuchsbeginn 
cDNA Ackerboden vor Versuchsbeginn
DNA E. meliloti L33
cDNA E. meliloti L33
DNA Koinokulation ohne Luzerne
DNA Koinokulation
DNA Kontrolle
DNA A. brasilense Sp7
cDNA Kontrolle
cDNA Koinokulation ohne Luzerne 
DNA Ackerboden vor Versuchsbeginn
cDNA A. brasilense Sp7  
cDNA Ackerboden vor Versuchsbeginn
cDNA Ackerboden vor Versuchsbeginn
cDNA E. meliloti L33
cDNA A. brasilense Sp7
cDNA Koinokulation
cDNA Kontrolle 
cDNA Koinokulation ohne Luzerne DNA
DNA Koinokulation
DNA Kontrolle
DNA Koinokulation ohne Luzerne
DNA E. meliloti L33
DNA A. brasilense Sp7
DNA Ackerboden vor Versuchsbeginn 
DNA Ackerboden vor Versuchsbeginn 
Abbildung 40: Dendrogramme der Proben der 13wöchigen Versuchsreihe im Ackerboden 
links: erstellt mit Jaccard-Index, rechts: erstellt mit Pearson-Korrelationsindex 
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DNA Bodengemisch vor Versuchsbeginn 
DNA Bodengemisch vor Versuchsbeginn  
DNA E. meliloti L33
DNA Koinokulation
DNA Kontrolle
DNA Koinokulation ohne Luzerne
DNA A. brasilense Sp7
cDNA Koinokulation
cDNA Kontrolle 
cDNA Koinokulation ohne Luzerne
cDNA Bodengemisch vor Versuchsbeginn 
cDNA E. meliloti L33
cDNA A. brasilense Sp7
cDNA Kontrolle
cDNA Koinokulation ohne Luzerne
DNA Kontrolle
DNA Koinokulation ohne Luzerne
DNA Koinokulation
DNA A. brasilense Sp7
cDNA E. meliloti L33
cDNA A. brasilense Sp7
cDNA Koinokulation
DNA Bodengemisch vor Versuchsbeginn 
DNA Bodengemisch vor Versuchsbeginn 
DNA E. meliloti L33
cDNA Bodengemisch vor Versuchsbeginn 
Abbildung 41: Dendrogramme der Proben der 6wöchigen Versuchsreihe im Bodengemisch 
links: erstellt mit Jaccard-Index, rechts: erstellt mit Pearson-Korrelationsindex 
 
 
F.5 Auswertung der Sequenzdaten aus DGGE-Banden 
Tabelle 52: Auswertung der Sequenzen der 6wöchigen Versuchsreihe im belasteten Boden 
Bande Klon Sequenz- 
homologie [%] 
ähnlichster Organismus 
1 
(bei allen 
DNA-Proben 
vorhanden) 
1 93,9 Bradyrhizobium elkanii 
2 99,5 Ensifer meliloti, E. fredii, E. kummerowiae, Sinorhizobium americanum a 
3 99,5 Ensifer meliloti, E. fredii, E. kummerowiae, Sinorhizobium americanum 
4 99,7 Ensifer meliloti, E. fredii, E. kummerowiae, Sinorhizobium americanum b 
5 99,5 Ensifer meliloti, E. fredii, E. kummerowiae, Sinorhizobium americanum a 
6 99,7 Ensifer meliloti, E. fredii, E. kummerowiae, Sinorhizobium americanum b 
7 99,7 Ensifer meliloti, E. fredii, E. kummerowiae, Sinorhizobium americanum b 
8 99,5 Ensifer meliloti, E. fredii, E. kummerowiae, Sinorhizobium americanum 
9 99,2 Ensifer meliloti, E. fredii, E. kummerowiae, Sinorhizobium americanum 
10 92,7 Lysobacter antibioticus 
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Bande Klon Sequenz- 
homologie [%] 
ähnlichster Organismus 
2 
(bei allen 
cDNA-
Proben 
vorhanden) 
 
1 88,9 Gemmatimonas aurantiaca 
2 97,7 Clostridium beijerinckii, C. diolis 
3 98,2 Pseudomonas xanthomarina 
4 99,7 Actinoplanes rectilineatus 
5 88,6 Gemmatimonas aurantiaca 
6 88,5 Gemmatimonas aurantiaca 
7 88,4 Gemmatimonas aurantiaca 
8 99,2 Ensifer meliloti, E. fredii, E. kummerowiae, Sinorhizobium americanum 
9 88,9 Gemmatimonas aurantiaca 
10 97,7 Clostridium beijerinckii, C. diolis 
3 
(cDNA,  
Charge 5) 
1 95,2 Veillonella ratti, V criceti 
2 95,5 Thiobacter subterraneus 
3 93,2 Lysobacter antibioticus c 
4 93,2 Lysobacter antibioticus c 
5 85,8 Aneurinibacillus thermoaerophilus 
6 86,6 Geobacter psychrophilus 
7 99,5 Acinetobacter junii, A. baumannii 
8 92,2 Pseudoxanthomonas taiwanensis 
9* 99 Escherichia coli T1, E.coli SE15, E. fergusonii 
10* 95 Acidobacterium capsulatum 
4 
(DNA, 
Charge 1) 
1 87,9 Malonomonas rubra, Geothermobacter ehrlichii, Desulforhabdus amnigena 
2 88,9 Gemmatimonas aurantiaca 
3 83,1 Actinosynnema pretiosum subsp. Pretiosum, Saccharothrix xinjiangensis 
4 92,9 Lysobacter antibioticus 
5 91,6 Rhodoplanes elegans 
6 94,1 Herbaspirillum lusitanum, H. hiltneri, H. plicata 
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Bande Klon Sequenz- 
homologie [%] 
ähnlichster Organismus 
7 99,7 Arthrobacter ilicis 
8 95,7 Rubrobacter radiotolerans 
9 84,4 Actinomadura atramentaria 
10 92,7 Stenotrophomonas acidaminiphila 
identische Sequenzen sind mit Buchstaben markiert 
* Sequenz mit SeqMatch „nicht kalkulierbar“; dargestelltes Ergebnis mit BLAST erhalten 
 
 
Tabelle 53: Auswertung der Sequenzen der 6wöchigen Versuchsreihe im Ackerboden 
Bande Klon Sequenz- 
homologie [%] 
ähnlichster Organismus 
1 
(bei allen 
DNA-Proben 
vorhanden) 
1 92,4 Thiocapsa rosea, T. roseopersicina 
2 88,2 Geobacter sulfurreducens 
3 90,9 Thiocapsa rosea 
4 95,2 Zooshikella ganghwensis 
5 98,5 Mesorhizobium chacoense, M. amorphae, M. tianshanense u.a. M. 
6 93,7 Patulibacter minatonensis 
7 83,9 Geobacter pelophilus 
8 100,0 Streptomyces mirabilis, S. europaeiscabiei 
9 99,2 Ralstonia solanacearum, R. syzygii, R. insidiosa 
10 88,3 Anaerolinea thermolimosa 
2 
(bei allen 
cDNA-
Proben 
vorhanden) 
 
1 99,2 Rubrivivax benzoatilyticus 
2 89,3 Verrucomicrobium spinosum 
3 84,2 Melissococcus plutonius 
4 94,0 Thiocapsa rosea, T. roseopersicina 
5 86,8 Geobacter grbiciae, G. metallireducens, Syntrophobacter pfennigii 
6 96,4 Ramlibacter henchirensis 
7 89,0 Verrucomicrobium spinosum 
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Bande Klon Sequenz- 
homologie [%] 
ähnlichster Organismus 
8 99,0 Streptomyces pseudovenezuelae, S. resistomycificus, S. cyanogriseus, S. griseochromogenes  
9 84,6 Geobacter pelophilus 
10 95,0 Veillonella ratti, V. criceti 
3 
(cDNA,  
Charge 2) 
1 89,1 Verrucomicrobium spinosum 
2 88,7 Verrucomicrobium spinosum 
3 94,5 Melittangium boletus 
4 92,9 Magnetospirillum gryphiswaldense 
5 91,9 Stella humosa 
6 93,7 Thioalkalivibrio denitrificans 
7 93,4 phototrophic bacterium 
8 88,2 Geobacter sulfurreducens 
9 98,5 Lentzea albidocapillata 
10 89,6 Rubritalea marina 
4 
(DNA, 
Charge 2) 
1 88,4 Phyllobacterium trifolii, P. brassicacearum, P. bourgognense 
2 98,2 Phenylobacterium lituiforme 
3 87,5 Verrucomicrobium spinosum 
4 82,8 Nitrospira moscoviensis 
5 88,1 Nitrospina gracilis 
6 90,6 Stella humosa 
7 95,5 Hydrocarboniphaga effusa 
8 89,6 Verrucomicrobium spinosum 
9 99,0 Hydrogenophaga taeniospiralis 
10 87,4 Hyphomonas jannaschiana, H. polymorpha 
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Tabelle 54: Auswertung der Sequenzen der 13wöchigen Versuchsreihe im Ackerboden 
Bande Klon Sequenz- 
homologie [%] 
ähnlichster Organismus 
1 
(bei allen 
DNA-Proben 
vorhanden) 
1 93,5 Thioalkalivibrio denitrificans 
2 91,8 Haliangium tepidum d 
3 91,8 Haliangium tepidum d 
4* 99 Arthrobacter oxydans, A. sulfonivorans, A. chlorophenolicus 
5 87,1 Nitrospina gracilis, Geobacter psychrophilus 
6 80,3 Geobacter pelophilus 
7 93,4 Gallionella ferruginea e 
8 97,7 Caulobacter henricii 
9 93,4 Gallionella ferruginea e 
10 99,7 Enhydrobacter aerosaccus 
2 
(bei allen 
cDNA-
Proben 
vorhanden) 
 
1 84,5 Geobacter pelophilus 
2 94,5 Cystobacter fuscus 
3 85,6 Geobacter psychrophilus 
4 94,2 Thiocapsa rosea, T. roseopersicina 
5 99,5 Streptococcus mitis, S. pneumoniae 
6 99,5 Bacillus thuringiensis 
7 83,1 Desulfuromusa ferrireducens, Geothermobacter ehrlichii 
8 85,6 Geobacter psychrophilus 
9 93,9 Bradyrhizobium elkanii 
10 86,4 Geobacter metallireducens 
3 
(cDNA,  
Charge 3) 
1 87,6 Rubrobacter xylanophilus 
2 92,1 Lysobacter koreensis 
3 98,2 Caulobacter henricii 
4 94,2 Bradyrhizobium elkanii 
5 97,2 Opitutus terrae 
6 98,7 Duganella violaceinigra 
7 99,2 Caulobacter fusiformis 
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Bande Klon Sequenz- 
homologie [%] 
ähnlichster Organismus 
8 97,7 Cylindrospermum stagnale 
9 95,4 Hydrocarboniphaga effusa 
10 88,2 Nitrospina gracilis 
4 
(DNA, 
Charge3) 
1 94,4 Bradyrhizobium elkanii 
2 91,4 Pseudoxanthomonas taiwanensis 
3 96,7 Pseudomonas carboxydohydrogena 
4 99,2 Enterobacter cloacae subsp.cloacae, Salmonella enterica subsp. Enterica 
5 99,7 Propionibacterium acnes 
6 98,2 Acinetobacter junii, A. baumannii 
7 99,7 Ralstonia solanacearum, R. insidiosa, R. syzygii 
8 99,7 Comamonas aquatica 
9 99,5 Pseudomonas pseudoalcaligenes, P. resinovorans, P. mendocina u.a. 
10 99,7 Staphylococcus epidermidis 
identische Sequenzen sind mit Buchstaben markiert 
* Sequenz mit SeqMatch „nicht kalkulierbar“; dargestelltes Ergebnis mit BLAST erhalten 
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F.6 Phylogenetische Analyse der Sequenzen aus DGGE-Banden 
 
 
Abbildung 42: Phylogenetischer Baum der untersuchten 16S rDNA – Sequenzen aus der 
6wöchigen Versuchsreihe im belasteten Boden. 
Die erste Zahl am Ende der Probenbezeichnung gibt jeweils die Bande an, die zweite den 
sequenzierten Klon. Der Baum wurde mit Hilfe von RDP erstellt. Der Größenbalken zeigt einen 
Sequenzunterschied von 10% an. Die Bootstrapwerte an den Abzweigungen geben die prozentuale 
Wahrscheinlichkeit für die dargestellte Topologie an. Als Außengruppe wurde Aquifex pyrophilus 
verwendet. 
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Abbildung 43: Phylogenetischer Baum der untersuchten 16S rDNA – Sequenzen aus der 
6wöchigen Versuchsreihe im Ackerboden. 
Die erste Zahl am Ende der Probenbezeichnung gibt jeweils die Bande an, die zweite den 
sequenzierten Klon. Der Baum wurde mit Hilfe von RDP erstellt. Der Größenbalken zeigt einen 
Sequenzunterschied von 10% an. Die Bootstrapwerte an den Abzweigungen geben die prozentuale 
Wahrscheinlichkeit für die dargestellte Topologie an. Als Außengruppe wurde Aquifex pyrophilus 
verwendet. 
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Abbildung 44: Phylogenetischer Baum der untersuchten 16S rDNA – Sequenzen aus der 
13wöchigen Versuchsreihe im Ackerboden. 
Die erste Zahl am Ende der Probenbezeichnung gibt jeweils die Bande an, die zweite den 
sequenzierten Klon. Der Baum wurde mit Hilfe von RDP erstellt. Der Größenbalken zeigt einen 
Sequenzunterschied von 10% an. Die Bootstrapwerte an den Abzweigungen geben die prozentuale 
Wahrscheinlichkeit für die dargestellte Topologie an. Als Außengruppe wurde Aquifex pyrophilus 
verwendet. 
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G.3 Abkürzungsverzeichnis 
% (v/v) Volumenprozent (volume per volume)
% (v/w) Gewichtsprozent (volume per weight)
(v/v) Volumenanteil 
(w/v) Gewichtsanteil 
° C Grad Celsius 
µg Mikrogramm 
µl Mikroliter 
A Adenin 
Abb. Abbildung
A. dest destilliertes Wasser 
Ap  Ampicillin
aph(3’)-Iia Kanamycin-/Neomycinresistenzgen
APS Ammonium-persulfat 
ATP Adenosintriphosphat 
BLAST Basic Local Alignment Search Tool
bp Basenpaare 
bv. Biovarietät
C Cytosin 
CaCl2 Kalziumchlorid 
cDNA komplementäre DNA 
CIA Chloroform-Isoamylalkohol
cm Zentimeter
CTAB Cetyltrimethylammoniumbromid
DDT Dithiothreitol 
DEPC Diethylpyrocarbonat 
DGGE denaturing gradient gel electrophoresis
DMSO Dimethylsulfoxid 
DNA Desoxyribonukleinsäure 
DNase Deoxyribonuclease 
dNTP Desoxyribonukleosid-Triphosphat
dsDNA doppelsträngige DNA 
DSMZ Deutsche Sammlung von Mikroorganismen und Zellkulturen GmbH 
DTT Dithiothreitol (Reduktionsmittel)
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dTTP Desoxythmidintriphosphat
  
dUTP Desoxyuraciltriphosphat 
EDTA Ethylendiamintetraessigsäure
et al. et alii (und andere) 
EtBr Ethidiumbromid 
EtOH Ethanol 
FeCl3 Eisenchlorid 
for forward 
g Gramm 
G Guanin 
GUS β-Glukuronidase 
h Stunde 
HCl Salzsäure
H2O Wasser 
H2SO4  Schwefelsäure 
IPTG Isopropylthiogalactosid 
kb Kilobase(n)
KBE Kolonie bildende Einheit(en)
Km Kanamycin
l Liter 
lacZ Strukturgen der β-Galactosidase
LB Luria Broth
log logarithmisch 
Lsg. Lösung 
M Molar 
m Meter 
MCS “multiple cloning site” 
mg Milligramm
min Minute(n)
MgCl2  Magnesiumchlorid 
ml Milliliter 
mM Millimolar
mRNA messenger-RNA 
NaCl Natriumchlorid 
NCBI National Centre for Biotechnology Information
ng Nanogramm 
nm Nanometer
nM Nanomolar
Nm Neomycin
Nx Nalidixinsäure 
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o.D. optische Dichte 
PAA Polyacrylamid 
PCR Polymerase-Kettenreaktion
pH negativer dekadischer Logarithmus der [H+]
R resistent 
RbCl  Rubidiumchlorid 
rev reverse 
RNA Ribonukleinsäure 
RNase  Ribonuklease 
rpm rounds per minute 
rRNA ribosomale RNA 
RT reverse Transkriptase 
SDS Natriumdodecylsulfat 
sek. Sekunden
Sm Streptomycin 
T Thymin 
Tab. Tabelle 
TAE Tris-Acetat-EDTA 
TBE Tris-Borsäure-EDTA 
Tc Tetracyclin
TE Tris-EDTA
TEMED N,N,N´,N´-Tetramethyl-ethyldiamin
Tm Schmelztemperatur 
Tris Tris-(Hydroxymethyl)-Ammonium
TY-Medium Tryptone Yeast-Medium 
U Unit 
UPGMA Unweighted Pair Group Method with Arithmetic Mean
UV ultraviolett
WT Wildtyp 
X-Gal 5-Bromo-4-chloro-3-indolyl-β-D-galactosid
X-Gluc 5-Bromo-4-chloro-3-indolyl-β-D-glucuronid
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